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Les quinones sont des composés organiques très réactifs donc facilement réductibles à un ou 
deux électrons. La métabolisation intracellulaire de ces quinones par des réductases à un 
électron telles que le cytochrome P450 ou d’autres flavoprotéines réductases génèrent des 
semiquinones instables à l’origine de la production de radicaux libres conduisant à un stress 
oxydant. Les quinones-réductases sont des enzymes qui catalysent la réduction des quinones 
à deux électrons pour former des hydroquinones évitant ainsi la formation de semiquinones 
toxiques. La forme hydroquinone est chimiquement moins réactive donc plus stable que la 
forme semiquinone. Pour cette raison les quinone-réductases sont considérées comme des 
enzymes de détoxification. Cependant des analyses antérieures ont montré que ce caractère 
détoxifiant était remis en cause pour certains types de quinone et dépendait aussi du type de 
cellules considéré (Cassagnes et al., 2015).  
Ainsi, afin de mieux comprendre le rôle de QR2, des analyses ont été réalisées en présence de 
différents types de cellules surexprimant QR2. En particulier, compte tenu du lien déjà établi 
entre QR2 et perte et acquisition de mémoire (Benoit et al., 2010), d’une part, et de 
l’implication du stress oxydant dans les processus de neurodégénérescence (Alam et al., 
1997 ; Sayre et al., 2001), d’autre part, nos études se sont orientées vers des cellules 
neuronales de type neurones primaires et lignées de neuroblastomes. Ainsi l’objectif de cette 
thèse est de mieux comprendre le rôle de QR2 en étudiant la métabolisation intracellulaire de 
quinones d’intérêt, le stress oxydant induit et les procès de détoxification associés.  
Ce mémoire s’organise en quatre chapitres. Après une étude bibliographique dans le Chapitre 
1 portant sur les quinones, les quinone-réductases et leurs rôles respectifs dans la 
neurodégénérescence, le Chapitre 2 présente une étude sur la spécificité de la quinone-
réductase 2 vis-à-vis de différents substrats quinones ou pseudo-quinones par comparaison 
avec son homologue la quinone-réductase 1. Le Chapitre 3 est consacré à l’étude de la toxicité 
de 2 quinones (la ménadione et l’adrénochrome) sur des cellules neuronales en présence de 
quinone-réductases 2 via une étude du stress oxydant généré. Enfin dans le Chapitre 4, nous 
avons étudié sur ces mêmes cellules et par différentes méthodes originales d’analyse du stress 
oxydant, l’effet de la coopération de la quinone-réductase 2 avec une enzyme de conjugaison 
vis-à-vis de la toxicité de ces deux quinones. 
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1. Quinones  
 
Les quinones sont des composés ubiquitaires dans la nature et l’un des éléments 
indispensables dans les organismes vivants. Elles sont notamment mises en jeu dans la chaine 
respiratoire cellulaire pour le transport d’électrons (Monks et al., 1992). Les quinones sont 
des composés organiques possédant un noyau benzénique disubstitué par des groupements 
carbonyles qui peuvent être en position ortho, pour former une ortho-quinone 1 ou en positon 
para, pour former une para-quinone 2 (Brown et al., 2017). Il existe d’autres variétés de 
molécules que l’on appelle des pseudoquinones pour lesquelles le second groupement 
carbonyle est remplacé par d’autres substituants. Parmi ces pseudoquinones on peut citer le 
di-éthylstilbestrone 3, ou des structures très condensées telles que le benzo[a]pyrène-1,6-





















ortho-quinone para-quinone di-éthylstilbestrone benzo[a]pyrène -1,6-dione 
tétracycline 
1 2 3 4 5 
 
En raison de cette diversité structurelle, certaines quinones sont plus réactives que d’autres. 
Par exemple, les ortho-quinones 1 sont plus facilement réductibles que les para-quinones 2. 
Pour réduire une quinone en hydroquinone, la quinone a besoin de deux électrons et deux 
protons (Figure 1). La quinone n’est pas basique et se protone avec difficulté (pKa ~ 1 pour la 
benzoquinone). La quinone protonée est plus oxydante que la quinone non-protonée (le 
potentiel redox est plus élevé). La forme réduite à un électron d’une quinone est appelée une 
semiquinone. La semiquinone est plus basique que la quinone, mais elle n’est pas assez 
basique pour se protoner à pH 7,4 (cf. pKa = 4 pour QH● par rapport à 1 pour QH+, Figure 1). 
Ainsi, la plupart des semiquinones existent sous la forme d’anion radicalaire à pH 
physiologique. En raison de la charge répulsive, la semiquinone anion radicalaire est plus 
faiblement oxydante comparé à la quinone d’origine ( − 1,17 V < − 0,58 V Figure 1). D’autre 
part, la semiquinone radicalaire neutre est plus oxydante que sa forme anion radicalaire. 
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(− 0,6 V > − 1,17 V). L’oxydation à un électron de l’hydroquinone est plus facile après 
déprotonation en mono-anion. La forme hydroquinone est moins facile à ré-oxyder donc plus 


























Figure 1 Comportement redox et acido-basique de la p-benzoquinone. Les chiffres verticaux correspondent aux 
potentiels redox et les chiffres horizontaux aux valeur de pKa (Jeftić et Manning, 1970 ; Monks et al., 1992) 
 
Le potentiel redox d’une quinone peut être influencé par la substitution sur le cycle. 
Typiquement, une substitution par un groupement électro-attractif (halogène, nitro ou 
groupement carbonyle) rend la quinone plus oxydante et sa forme hydroquinone moins facile 
à oxyder. Au contraire, une substitution électron-donneur (amino, hydroxy, méthoxy) rend la 
quinone moins oxydante et sa forme hydroquinone plus facile à ré-oxyder (Kalyanaraman et 
al., 1987). Les formes réduites partielles et totales (semiquinone et hydroquinone) sont des 
réducteurs majeurs, mais ces deux espèces ont une réactivité différente. Dans certains cas, le 
potentiel redox de la semiquinone est suffisamment faible pour qu’elle puisse transférer son 
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électron non apparié vers un oxydant tel que l’oxygène. S’il existe un mécanisme pour réduire 
la quinone en semiquinone (généralement catalysé par des enzymes), un cycle redox 
quinone/semiquinone se met en place. Ceci a pour conséquence de créer en présence 
d’oxygène un flux d’anions superoxydes, entrainant la formation d’autres espèces réactives 
de l’oxygène (ROS) responsables de la peroxydation lipidique, de dommages à l’ADN, aux 
protéines et à d’autres molécules indispensables à la vie de la cellule. La réduction totale à 
deux électrons d’une quinone en hydroquinone peut être une étape essentielle pour 









Figure 2. Voie de métabolisation d’une quinone (Monks et al., 1992) 
 
Au niveau cellulaire, la quinone peut subir une réduction enzymatique à un ou deux électrons. 
La réduction à un électron est réalisée par des enzymes NADPH-cytochrome P450 réductase 
microsomales, NADH-cytochrome-B5 réductase microsomales ou NADH-ubiquinone 
oxydoréductase aboutissant à la formation d’une semiquinone instable, alors que la réduction 
à deux électrons réalisée par des enzymes de type quinone-réductase conduit à la formation 
d’hydroquinones plus stable (Brunmark et Cadenas, 1989 ; Kappus et Sies, 1981 ; Monks et 




2. Quinone-réductases  
Les quinone-réductases sont des oxydoréductases flavine dépendantes. Elles sont ubiquitaires 
dans le cytoplasme, mais elles n’existent pas dans les mitochondries ni le nucléoplasme (The 
Human Protein Atlas, 2019a). Elles catalysent la métabolisation de phase 1 d’une quinone en 
utilisant comme cofacteur la flavine adénine dinucléotide (FAD) pour les mammifères et 
certaines bactéries, ou la flavine mononucléotide (FMN) pour les plantes, les champignons et 
certaines bactéries. Ces enzymes réduisent la quinone avec 2 électrons pour produire une 
hydroquinone plus stable est donc potentiellement moins toxique que la semiquinone formée 
par réduction à 1 électron. 
En fait, il existe deux enzymes de type quinone-réductase, la quinone-réductase 1 (QR1) et la 
quinone-réductase 2 (QR2). Les deux enzymes sont quasiment identiques au niveau structural 
et au niveau de leur mécanisme de réduction des quinones.  
2.1. NAD(P)H : quinone-réductase 1 (QR1) (EC 1.6.5.2) 
Cette première quinone-réductase a été découverte en 1958 par l’équipe d’Ernster dans la 
fraction soluble de microsomes de foie de rat. Elle est très réactive et capable d’oxyder les 
formes réduites du nicotinamide adénine dinucléotide (NADH 6) et du nicotinamide adénine 
dinucléotide phosphate (NADPH 7). Enster l’a nommée DPNH(NADH) et TPNH(NADPH) 
diaphorase (DT-diaphorase) et a décrit son fonctionnement cinétique, ses activateurs, ses 
inhibiteurs et l’a comparée à d’autres protéines utilisant le NADH ou NADPH comme 
cosubstrat (Ernster et Navazio, 1958). Iyanagi a démontré la capacité de cette enzyme à 
catalyser la réduction à deux électrons de la p-benzoquinone et de la 2-méthyl-1,4-
naphtoquinone (Iyanagi et Yamazaki, 1970). Au cours du temps cette enzyme a été nommée 
quinone-réductase 1 (QR1) puis plus récemment, NAD(P)H ;Quinone Oxidoreductase 1 
(NQO1). La quinone-réductase 1 est inhibée fortement et spécifiquement par le dicoumarol. 
Le bleu cibacron et la phénidone sont également connus comme inhibiteurs de QR1 








Nicotinamide adénine dinucléotide 
(NADH) 6 
Nicotinamide adénine dinucléotide phosphate 
(NADPH) 7 
 
2.1.1. Structure  
La quinone-réductase 1 est une enzyme codée par un gène localisé sur le chromosome 16 
(région 16q22). Elle se présente sous forme d’un homodimère de 274 acides aminés. Chaque 
monomère a deux domaines séparés : un domaine catalytique avec sous unité α / β (220 
premiers résidus d’acide aminés) et un domaine C terminal (à partir du 220ème acide aminé 
jusqu’au C terminal) pour former un site de liaison avec la partie adénosine du NAD. Le 
domaine catalytique est séparé en 3 régions. Une région se lie par liaison hydrogène au FAD, 
la seconde à la partie adénine ribose de NADH et la dernière soit avec l’accepteur de proton 
(la quinone) soit avec le donneur de proton (NADH) (Akeson et Ehrenberg, 1972 ; Faig et al., 
2000 ; Jaiswal et al., 1999). 
 







2.1.2. Mécanisme d’action 
Le FAD est un groupement prosthétique de l’enzyme. Son noyau isoalloxazine s’oriente pour 
faciliter le transfert direct d’un hydrure. Ainsi, il est proposé que la réduction à deux électrons 
par cette enzyme passe par deux étapes successives. La première étape consiste en un 
transfert d’hydrure du cosubstrat vers le FAD. D’abord, le NADH se fixe au niveau de site actif 
de l’enzyme afin de transférer un hydrure au FAD. Un proton de Tyr-155 de l’enzyme QR1 est 
transféré au FADH─ pour le stabiliser. La présence de l’His-161 permet la Tyr-155 s’est 
stabilisée. La deuxième étape concerne un transfert l’hydrure de FADH2 vers un substrat. Le 
NAD+ est évacué du site actif pour laisser la place à la quinone. Ensuite le FADH2 transfère son 
hydrure vers la quinone pour terminer la réaction. Le chevauchement du site de l'accepteur 
d’hydrure et du site donneur d’hydrure sur le FAD correspond à un mécanisme dit en « ping-
pong » de QR1 (Figure 4).  
Ce mécanisme, permettant un transfert direct de deux électrons et deux hydrogènes entre le 
NADH et le FAD puis le FADH2 et la quinone, a été confirmé par des analyses de résonance 
paramagnétique électronique qui ont permis de détecter les radicaux semiquinoniques après 
incubation de benzoquinones et de naphtoquinones avec la quinone-réductase 1 (Iyanagi et 















































































Figure 4. Mécanisme de réduction à deux électrons d’une quinone par QR1 (Bianchet et al., 2004) 
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2.2. NRH : quinone-réductase 2 (QR2) (E.C.1.10.99.2) 
 
Au début des année 1960, Liao et Williams-Ashman ont purifié une flavoprotéine cytosolique 
dépendante de la FAD. Cette flavoprotéine catalyse l'oxydation des N-ribosyle-(8), N-alkyle-
























Par contre, l’oxydation du NADH, NADPH et NMNH (la forme réduite de mono-nucléotide 
nicotinamide) n’est observée pour aucun substrat. Malgré les travaux de l’équipe de Liao (Liao 
et Williams-Ashman, 1961) , cette enzyme a été oubliée pendant trente ans jusqu’en 1997, 
où l’équipe de Talalay (Zhao et al., 1997) a démontré que cette flavoprotéine était un 
homologue de QR1 qu’il a renommé QR2 pour NRH:quinone-réductase 2. Chez l’homme, cette 
quinone-réductase est présente dans de nombreux organes. Elle est retrouvée au niveau du 
foie, du cœur, des globules rouges, du placenta, des reins, des muscles, des poumons et du 
cerveau. Elle est codée par un gène situé sur le chromosome 6 (région 6p25) (Jaiswal, 1994 ; 
Van der Hauwaert et al., 2014). Les deux enzymes QR1 et QR2 portent le même numéro EC 
(1.6.99.2) (EC1.6.99.2). Cela engendre une confusion entre les deux enzymes. Ce numéro EC 
pour QR2 a été changé récemment pour EC 1.10.5.1 (EC 1.10.5.1.) et en EC 1.6.5.2 pour QR1 
(EC 1.6.5.2.). Certains inhibiteurs de QR1, tels que le dicoumarol, le bleu cibacron, et la 
phénidone, n’inhibent pas QR2. Des molécules connues comme inhibiteurs de QR2 sont la 
chloroquine, la quinacrine, la primaquine, le resvératrol, la mélatonine et le S29434. Parmi 
ceux là, Boutin et al. ont décrit le S29434 comme étant l’inhibiteur de QR2 le plus puissant 
(Tableau 1). Il inhibe la protéine à des concentrations de l’ordre du nanomolaire. (Boutin et 
al., 2019 ; Ferry et al., 2010 ; Kwiek et al., 2004 ; Pegan et al., 2011).  
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Tableau 1. Liste des principaux inhibiteurs de QR2 et leur concentration inhibitrice à 50% dans la littérature 
Inhibiteur CI50 (µM) Références 
S29434 0,005 (Boutin et al., 2019) 
Resvératrol 0,143 (Ferry et al., 2010) 
Quinacrine 0,2 (Kwiek et al., 2004) 
Chloroquine 1,1 (Kwiek et al., 2004) 
Primaquine 2 (Kwiek et al., 2004) 
Mélatonine 30 (Pegan et al., 2011) 
 
 
2.2.1. Structure  
La quinone-réductase 2 (QR2) se présente sous la forme d’une structure homodimérique 
comme la quinone-réductase 1 (Figure 5). Par rapport à QR1 qui contient 274 acides aminés, 
la QR2 ne possède que 231 résidus d’acides aminés par monomère. Elle possède ainsi 43 
acides aminés de moins que QR1, notamment au niveau de la région C-terminale. Cette 
coupure au niveau C-terminal affecte la liaison de QR2 au NADH. Cette modification 
structurale a pour conséquence que seule une interaction avec les nicotinamides N-substitués 
comme le N-ribosyl-dihydronicotinamide est possible. De plus, la région C-terminale de QR2 
s’arrange en une boucle qui peut assurer la coordination d’un atome de zinc via les histidines 
(H173, H177) et la cystéine (C222).  
 
 
Figure 5. Structure cristalline d’un monomère de QR2 en présence de deux FAD et deux atomes zinc (Cassagnes 










Au niveau du site catalytique, un remplacement des deux tyrosines (Y126, Y128) de QR1 par 
la phénylalanine F126 et l’isoleucine I128 rend la cavité catalytique plus large et plus 
hydrophobe pour QR2. Ces changements doivent être responsables des différences observées 
dans la spécificité du substrat et des inhibiteurs entre les deux enzymes (Antoine et al., 2012 ; 
Bianchet et al., 2008 ; Foster et al., 1999, 2000). 
 
La Figure 6 ci-dessous présente les séquences protéiques des formes humaines des protéines 
QR1 et QR2.  
 
 
Figure 6. Séquences protéiques des formes humaines de QR1 et QR2. Les acides aminés marqués en rouge 
correspondent aux zones d'homologie entre QR2 et QR1. Les codes UniProt pour ces séquences sont P15559 
pour QR1 et P16083 pour QR2 (Long et Jaiswal, 2000) 
 
 
2.2.2. Mécanisme d’action 
 
La quinone-réductase 2 catalyse la réduction à deux électrons des quinones comme le fait la 
quinone-réductase 1. Le mécanisme d’action décrit précédemment pour QR1 au paragraphe 
2.1.2 est donc applicable à QR2. Cependant, du fait de sa structure (coupure de la région C-
terminale), contrairement à la quinone-réductase 1, la quinone-réductase 2 utilise des dérivés 
nicotinamidiques non phosphorylés comme donneurs d’électrons dont le N-méthyl-
nicotinamide (NMN), le N-ribosyl-dihydronicotinamide (NRH) ou le cosubstrat synthétique 1-
benzyl-1,4-dihydro-nicotinamide (BNAH) pour catalyser la réduction à deux électrons des 
quinones en hydroquinones. Le NRH, un cosubstrat naturel de QR2, est probablement un 
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produit de la dégradation du NAD donc sa taille est plus petite par rapport au NAD (Baum et 
al., 1982 ; Liao et Williams-Ashman, 1961 ; Zhao et al., 1997). En ce qui concerne la réduction, 
la quinone-réductase 2 peut réduire les substrats « classiques » de la quinone-réductase 1 
comme le dichlorophénol indophénol (DCPIP) et la ménadione mais de manière beaucoup 
moins efficace. Cependant, la quinone-réductase 2 est onze fois plus active vis-à-vis de l’acide 
diméthylamino-4-phénylazo-2-benzoïque (ou rouge de méthyle) qui subit une réduction à 
quatre électrons (Wu et al., 1997). Ainsi QR2 est capable de réduire des molécules à deux ou 
à quatre électrons. De plus, la quinone-réductase 2 catalyse la réduction des groupements 
nitro d’une composé cytotoxique CB1954, [5-(1-)aziridinyl)-2,4-dinitrobenzamide], une pro-
drogue anticancéreuse (Figure 7). Cette nitro-réduction est 3000 fois plus efficace avec la 
quinone-réductase 2 qu’avec la quinone-réductase 1. Cette différence pourrait être due, à 
l’absence de la tyrosine Y104 dans QR1, remplacée par la glutamine Q104 pour QR2 (Chen et 
al., 2000 ; Wu et al., 1997). 
 
 
Figure 7. Mécanisme supposé de la réduction par deux fois deux électrons du groupement nitro de CB1954 par 
la quinone-réductase 2 en présence de deux molécules de cosubstrat NRH (AbuKhader et al., 2005) 
 
La présence de deux atomes de zinc pourrait également participer au transfert électronique 
comme dans le cas des cytochromes (Foster et al., 1999). Pourtant, il a été démontré que 
l’incubation avec un chélateur du zinc, tel que l’EDTA, n’a aucun effet sur l’activité 
enzymatique. Ceci provient probablement du fait que les atomes de zinc font partie de la 
structure de l’enzyme ; ils sont profondément enfoncés dans la protéine et donc difficilement 
atteignables par le complexant (Kwiek et al., 2004).  
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3. Quinone-réductases et maladies neurodégénératives 
 
3.1. Neurodégénérescence et stress oxydant 
 
La neurodégénérescence, y compris la maladie d’Alzheimer et la maladie de Parkinson, est 
caractérisée par la perte progressive de neurones (Alzheimer’s Association Report, 2016 ; 
Barnham et al., 2004 ; Cenini et al., 2019 ; Gandhi et Abramov, 2012). L'étiologie et la 
pathogenèse de ces maladies neurodégénératives n'ont pas encore été entièrement élucidées 
mais l'augmentation du stress oxydant a été suggérée comme l'une des causes communes 
potentielles à la neurodégénérescence. (Alam et al., 1997 ; Andersen, 2004 ; Lewén et al., 
2000 ; Sayre et al., 2001). 
 
3.1.1. Maladie d’Alzheimer 
 
La maladie d'Alzheimer (MA), l'une des maladies neurodégénératives les plus courantes, se 
caractérise par une perte neuronale progressive et l'accumulation de protéines, y compris des 
enchevêtrements neurofibrillaires (protéine tau) et des plaques amyloïdes formées de 
peptides amyloïdes Aβ (Mattson, 2004). Il a été suggéré que le déséquilibre redox et les 
dommages neuronaux associés jouent un rôle critique dans l'initiation et la progression de la 
maladie d'Alzheimer (Wang et al., 2014). 
La formation excessive d’espèces réactives de l’oxygène (ROS) chez les patients atteints de la 
maladie d'Alzheimer peut induire un dysfonctionnement mitochondrial, mais l'origine de 
l'augmentation de la production de ROS et les mécanismes exacts de la perturbation de 
l'équilibre redox restent encore insaisissables (Zhao et Zhao, 2013). 
 
L'accumulation du peptide Aβ semble augmenter le stress oxydant même au stade précoce 
de la maladie d'Alzheimer (Radi et al., 2014). En effet, des études ont mis en évidence chez 
des patients atteints de MA, une augmentation des concentrations en sous-produits de la 
peroxydation lipidique (4-hydroxynonénal, malondialdéhyde), de l'oxydation des protéines 
(carbonyle) et de l'oxydation de l'ADN et ARN (8-hydroxydésoxyguanosine et 8-
hydroxyguanosine). De même une diminution des concentrations de molécules antioxydantes 
(acide urique, vitamines C et E) ou d’enzymes antioxydantes (superoxyde dismutase, catalase, 
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etc.) a été observée chez des patients atteints de MA (Wang et al., 2014 ; Zhao et Zhao, 2013). 
En outre, des études réalisées sur des modèles murins transgéniques de la maladie 
d'Alzheimer exprimant la protéine précurseur du peptide amyloïde (APP) et la préséniline-1 
(PS-1) ont montré des niveaux accrus de H2O2 et de peroxydation des protéines et des lipides 
(Matsuoka et al., 2001 ; Zhao et Zhao, 2013). De même il a été démontré la capacité des 
peptides amyloïdes en présence de cuivre en conditions réductrices à catalyser la production 
du radical primaire superoxyde (Reybier et al., 2016). 
 
Les peptides Aβ s'accumulent principalement dans les régions extracellulaires, mais on trouve 
également des agrégats dans différentes zones intracellulaires, dont le réticulum 
endoplasmique, l'appareil de Golgi et les mitochondries. Ceci pourrait être à l’origine du 
dysfonctionnement respiratoire mitochondriale et de la réduction du métabolisme 
énergétique observés (Gandhi et Abramov, 2012 ; Picone et al., 2014). Cette diminution est 
associée à une réduction de l'expression neuronale des gènes qui codent pour des sous-unités 
de la chaîne mitochondriale de transport d’électrons (Wang et al., 2014). D’autre part, les 
activités des enzymes clés du métabolisme du glucose, y compris le complexe cétoglutarate 
déshydrogénase, le complexe pyruvate déshydrogénase et la cytochrome oxydase, sont 
également réduites chez les patients atteints de MA. Cette diminution est corrélée 
significativement avec la sévérité clinique de la maladie et la présence de plaques amyloïdes 
(Bubber et al., 2005).  
 
D’autre part, le dysfonctionnement mitochondrial induit par Aβ contribue également à 
l'altération de l'homéostasie calcique, ce qui entraîne une augmentation de la surcharge en 
calcium et une diminution de sa recapture (Ito et al., 1994). L'accumulation de calcium 
mitochondrial entraine également la production accrue de ROS et l'ouverture de pores de 
transition de perméabilité (PTP). L’ouverture des PTP peut être responsable de la 
translocation des molécules pro-apoptotiques des mitochondries vers le cytosol qui conduit à 
l'apoptose des neurones. L'augmentation du calcium intracellulaire peut être mesurée 
indirectement en évaluant l'activité des protéine kinases Ca2+/calmoduline-dépendantes et de 
la calpaïne. Il est intéressant de noter que l'activité accrue de ces enzymes a été observée au 
stade précoce de la maladie d'Alzheimer (Gandhi et Abramov, 2012 ; Wang et al., 2014). 
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D’autre part, il est de plus en plus évident qu’il existe un lien entre la maladie d’Alzheimer, le 
stress oxydant et la protéine tau. Il a été rapporté que des cellules surexprimant la protéine 
tau étaient davantage vulnérables au stress oxydant. Cela pourrait être dû à l'épuisement des 
peroxysomes (Stamer et al., 2002) qui ont pour rôle de détoxifier la cellule en dégradant 
certaines molécules toxiques. De plus, une production accrue de ROS, résultant de l’activité 
réduite de la NADH-ubiquinone oxydoréductase (chaine respiratoire) et d’un 
dysfonctionnement mitochondrial a été rapporté pour des modèles murins transgéniques 
surexprimant la protéine tau (P301S et P301L) (David et al., 2005 ; Halverson et al., 2005 ; 
Yoshiyama et al., 2007). 
 
3.1.2. Maladie de Parkinson 
 
La maladie de Parkinson (MP) est une maladie neurodégénérative caractérisée par une perte 
neuronale sélective des neurones dopaminergiques (DA) dans la substance noire (substantia 
nigra) et une diminution des niveaux de dopamine dans la voie nigrostriatale dans le cerveau 
(Blesa et al., 2015 ; Moon et Paek, 2015). Bien que le mécanisme exact ne soit toujours pas 
clair, le niveau de dopamine et le stress oxydant sous-jacent sont considérés comme les 
principaux mécanismes physiopathologiques (Blesa et al., 2015 ; Schapira, 2008). Des études 
antérieures ont prouvé que la diminution de l'activité du complexe I de la chaîne respiratoire 
chez les patients atteints de la maladie de Parkinson pouvait contribuer à la production d'un 
excès de ROS conduisant à l'apoptose des neurones (Franco-Iborra et al., 2016). Une 
déficience du complexe mitochondrial I dans la zone frontale du cortex, dans les fibroblastes 
et dans les plaquettes sanguines a également été constatée chez des patients atteint de la MP 
(Blesa et al., 2015). De plus, le lien entre le dysfonctionnement mitochondrial et la maladie 
de Parkinson est soutenu par le principe d’inhibition du complexe I. Les inhibiteurs du 
complexe I, comme la 1-méthyl-4-phényl-1,2,3,4-tétrahydropyridine (MPTP) et son 
métabolite, le 1-méthyl-4-phénylpyridinium (MPP+), peuvent avoir des effets cytotoxiques sur 
les neurones dopaminergiques. En effet, ces molécules sont utilisées pour provoquer un 
phénotype parkinsonien et entraîner une dégénérescence de la substance noire et une 
augmentation de l’α-synucléine cytoplasmique (Lin et Beal, 2006). Il a également été rapporté 
que des mutations génétiques des protéines, y compris la α-synucléine, la parkine, la 
27 
 
phosphatase PTEN et la kinase PINK, étaient liées aux formes familiales de la maladie de 
Parkinson. La mutation de ces gènes est connue pour affecter la fonction mitochondriale et 
augmenter le stress oxydant (Blesa et al., 2015). Des mutations ponctuelles ou des délétions 
dans l'ADN mitochondrial codant pour la sous-unité du complexe I ont été signalées chez des 
patients présentant une maladie de Parkinson (Bandmann et al., 1997 ; Swerdlow et al., 
1996). 
 
Des anomalies concernant des molécules antioxydantes ont également été rapportées même 
au stade précoce de la MP (Hauser et Hastings, 2013). Des taux de GSH inférieurs à la normale 
ont été mesurés dans des neurones dopaminergiques de malades bien que ce résultat ne soit 
pas spécifique de la MP (Sian et al., 1994). De plus, des taux élevés de fer ont été observés 
dans les neurones dopaminergiques de la substance noire de malades atteints de MP (Dexter 
et al., 1989 ; Oakley et al., 2007). Cela pourrait résulter d'un dysfonctionnement du transport 
du fer vers les mitochondries. Ainsi, l’interaction des ions ferriques avec H2O2 pourrait 
expliquer, via le réaction de Fenton, la production de radicaux hydroxyles (●OH) hautement 




Plusieurs évidences accumulées au cours des dernières années suggèrent que, l’une des 
principales causes des lésions cérébrales chez les patients atteints de maladies 
neurodégénératives est le métabolisme des catécholamines. C’est à l’origine de cascades 
complexes conduisant à un stress oxydant chronique vis-à-vis duquel les défenses 
antioxydantes sont dépassées. Bien que les conséquences de ce métabolisme néfaste n'aient 
pas été entièrement élucidées, l'oxydation de la dopamine ou de l’adrénaline et la génération 
d'espèces neurotoxiques semblent impliquées dans le dysfonctionnement des fonctions 








3.2.1. Toxicité de la dopamine 
 
La dopamine est un neurotransmetteur de type catécholamine, biosynthétisée dans le 
cytoplasme. Malgré l'avantage clinique d'un supplément de dopamine chez les patients 
atteints de la maladie de Parkinson, on soupçonne depuis longtemps que la dopamine peut 
contribuer au processus pathologique (Fahn et Cohen, 1992 ; Jenner et Olanow, 1996 ; Stokes 
et al., 1999).  
Il y a plusieurs étapes métaboliques pour la dopamine dans la synapse, notamment sa 
libération dans la fente synaptique, sa recapture dans la fente présynaptique pour son 
recyclage, sa dégradation par oxydation enzymatique ou auto oxydation non enzymatique, 
puis son dépôt sous forme de neuromélanine, structure pigmentée qui donne son nom à la 
substance noire. Les principaux intermédiaires de ces voies métaboliques sont la dopamine-
o-quinone et la dopaminochrome (ou aminochrome) (Paris et al., 2009) comme l’illustre la 
Figure 8. La neuromélanine est considérée comme protectrice puisqu’elle est capable de 
séquestrer les dérivés réactifs de la dopamine (Zecca et al., 2003, 2008a, 2008b)  
 
Figure 8. Biotransformation de la dopamine pour former la neuromélanine 
Comme l’illustre la Figue 9, la synthèse de la dopamine dans le neurone commence par la 
transformation de la L-tyrosine en L-dopa, qui est catalysée par la tyrosine hydroxylase (TH). 
La L-dopa est alors convertie en dopamine par l’enzyme décarboxylase. Si le taux de dopamine 
est trop élevé, un auto rétrocontrôle se met en place par inhibition de la tyrosine hydroxylase 
pour stopper sa synthèse. La dopamine est ensuite transportée par les transporteurs 
vésiculaires des monoamines (VMAT2). L'environnement acide (pH~5,6) dans les vésicules 
prévient l'oxydation de la dopamine, instable à pH plus élevé. La dopamine cytosolique peut 
également être dégradée par oxydation catalysée par des enzymes, entraînant la formation 


































Figure 9. Formation et métabolisation de la dopamine dans la synapse (Mor et al., 2019) 
Dans la fente synaptique, la monoamine oxydase catalyse la désamination oxydante de la 
dopamine pour former une neurotoxine, la 3,4-dihydroxyphénylacétaldéhyde, générant 
également du peroxyde d'hydrogène. Le 3,4-dihydroxyphénylacétaldéhyde, est alors oxydée 
en 3,4-dihydroxyphénylacétate non toxique par l'aldéhyde déshydrogénase.  
Ainsi la formation de dopamine dans le cerveau donne lieu à la production d’espèces réactives 
pouvant endommager les constituants essentiels et conduire à des dysfonctionnements 
cellulaires voire à la mort des neurones. Plusieurs marqueurs du stress oxydant ont été 
identifiés post-mortem dans des tissus cérébraux de malades. Dans la substance noire, des 
teneurs réduites en acides gras polyinsaturés ont été mesurées par rapport à d'autres régions 
du cerveau ou des tissus témoins sains, tandis que des teneurs élevées de produits issus de la 
peroxydation lipidique, y compris le malondialdéhyde et le 4-hydroxynonénal, ont été 
constatées.  
Des études in vivo ont cherché à déterminer la toxicité de la dopamine par injection de 
concentrations relativement élevées de dopamine (jusqu'à 1 μmol) dans le striatum de rats. 
Une perte de l'activité dopaminergique des terminaisons nerveuses et la formation de 
30 
 
protéines cystéinyl-dopamine ont été observées (Filloux et Townsend, 1993 ; Hastings et al., 
1996 ; Rabinovic et al., 2000). Une augmentation des lésions avec la concentration en 
dopamine injectée et une atténuation de la toxicité avec l'administration concomitante de 
glutathion ou d'ascorbate ont été observées.  
De même, chez les rats ayant reçu une injection d’aminochrome (un produit d'oxydation de la 
dopamine), dans la substance noire, a aggravé les signes de neurodégénérescence et de 
déficience motrice (Díaz-Véliz et al., 2002). De la même manière, des injections de 6-
hydroxydopamine ayant une structure proche de la dopamine, provoquent chez l'animal la 
dégradation des neurones dopaminergiques de la même manière que la MP. Ces études 
suggèrent que des taux élevés de dopamine, de ses dérivés oxydés, ou de molécules ayant des 
structures proches peuvent être neurotoxiques. 
D’autre part des études génétiques et pharmacologiques ont également montré que la 
dérégulation endogène de la dopamine provoquait des effets néfastes. Ainsi, la suppression 
totale des transporteurs VMAT2 est létale pour la souris. De plus, le taux élevé de dopamine 
cytosolique par surexpression de dopamine transporteur (DAT) dans la substance noire ou le 
striatum provoque une neurodégénérescence et un stress oxydant.  
D’un point de vue chimique, la réactivité de la dopamine oxydée est strictement liée aux 
déséquilibres redox cellulaire. Un taux élevé de métaux de transition pouvant se chélater à la 
dopamine-o-quinone favorise sa tautomérisation en quinone méthide (Figure 10 voie A) 
(Napolitano et al., 1999b, 1999a). La quinone méthide peut soit être réduite en présence 
d’eau pour former l’adrénaline, soit subir une attaque nucléophile en présence de peroxyde 
d’hydrogène pour former le β-aminohydroperoxyde (très réactive) puis en 3,4-





Figure 10. Biotransformation de la dopamine en quinone toxique (Napolitano et al., 2011) 
Un taux élevé de peroxyde d’hydrogène ainsi que d’autres hydroperoxydes (ex. 
hydroperoxyde lipidique) peut favoriser la formation de 6-hydroxydopamine quinone (Figure 
10 voie B) (Napolitano et al., 1995, 1999b ; Pezzella et al., 1997), une neurotoxine très 
puissante capable d’induire la destruction des terminaisons nerveuses catécholaminergiques 
(Tranzer et Thoenen, 1968). La spécificité de la 6-hydroxydopamine quinone pour les 
neurones dopaminergiques est sans doute liée à sa similarité structurale avec la dopamine. 
Cette molécule est en effet capturée par les transporteurs de dopamine (DAT) et s’accumule 
à l'intérieur des neurones dopaminergiques. Des études ont en effet montré que cette toxicité 
diminue in vivo et in vitro en présence d’inhibiteur de recapture dopaminergique (Ding et al., 
2004). Bien que la toxicité de la 6-hydroxydopamine ait été traditionnellement interprétée par 
la génération de radicaux libres intracellulaires et un dysfonctionnement mitochondrial (Blum 
et al., 2001), des études récentes ont montré que la 6-hydroxydopamine peut également agir 
par un mécanisme extracellulaire (Blum et al., 2000 ; Soto-Otero et al., 2000). Comme la 
dopamine, la 6-hydroxydopamine est très sensible à l’oxydation générant des espèces 
réactives de l’oxygène et la quinone correspondante, une molécule qui peut s'avérer plus 
toxique que la dopamine-o-quinone elle-même. La conversion de la 6-hydroxydopamine 
quinone dépend des conditions de réaction. Elle peut former le 5,6-dihydroxyindole ou, pour 
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des concentration très élevées, former un dimère avec la 6-hydroxydopamine (Manini et al., 
2003). La dopamine peut également  former la 6-nitrodopamine via une attaque nucléophile 
de la dopamine-o-quinone par des ions nitrite (Figure 10 voie C) (Palumbo et al., 1999) ou 
réaction de la dopamine semiquinone avec le monoxyde d’azote (d’Ischia et Costantini, 1995 ; 
Daveu et al., 1997 ; de la Bretèche et al., 1994). 
La présence de 6-nitrodopamine formée par réaction avec l’ion nitrite (voie C) a attiré 
l'attention des chercheurs dès la première indentification de cette nitrocatécholamine dans le 
cerveau de mammifères. Un certain nombre de propriétés biologiques a été attribué aux 6-
nitrocatécholamines, y compris les effets modulateurs sur la neurotransmission de type 
catécholaminergique, sur l’inhibition de la catéchol-o-méthyletransférase (COMT) et sur la 
recapture des catécholamines (Macarthur et al., 1995 ; Shintani et al., 1996).  
Le dopaminochrome possède également des voies de transformations métaboliques autres 
que la formation de la neuromélanine (Figure 10). Le dopaminochrome peut en effet 
également subir une réduction à deux électrons par des flavoenzymes telles que la quinone-
réductase (Baez et al., 1995) pour former la leukodopaminochrome-o-semiquinone (Figure 
11) (Arriagada et al., 2004 ; Graumann et al., 2002 ; Paris et al., 2007). Cette dernière est 
également considérée comme une puissante neurotoxine endogène en raison de sa capacité 
à réduire l'oxygène en anion superoxyde donnant lieu à un cycle redox infini qui persiste 
jusqu'à ce que le NADPH ou l'oxygène soit épuisé (Arriagada et al., 2004 ; Segura-Aguilar et 
al., 1997). Ce cycle redox entre le dopaminochrome et le radical leukodopaminochrome-o-
semiquinone est extrêmement rapide et très efficace produisant une toxicité aiguë même à 




Figure 11. Biotransformation de la dopamine-o-quinone (Napolitano et al., 2011) 
Comme le montre le schéma de la Figure 11, les voies principales de détoxification des 
produits d’oxydation de la dopamine font intervenir le glutathion (GSH) et des enzymes telles 
que la quinone-réductase 1 via une réduction à 2 électrons (Napolitano et al., 2011). 
 
La conjugaison de la dopamine-o-quinone avec le glutathion conduit à la formation de 5-S-
glutathionyle-dopamine, précurseur de la 5-S-cysteinyle-dopamine, identifié dans les régions 
du cerveau riches en dopamine comme le noyau caudé, le putamen et la substance noire (Baez 
et al., 1997 ; Rosengren et al., 1985). Cette réaction empêche la cyclisation intramoléculaire 
de la dopamine-o-quinone en dopaminochrome (ou aminochrome) (Dagnino-Subiabre et al., 
2000). La conjugaison du dopaminochrome avec le glutathion produit le 4-S-glutathionyl-5,6-
dihydroxyindoline, plus stable que la leukodopaminochrome-o-semiquinone (Baez et al., 
1997 ; Segura-Aguilar et al., 1997).  
L’aminochrome peut également, d’après la littérature, être réduit à 2 électrons par une 
NADPH quinone-oxydoréductase, la QR1, présente dans les neurones dopaminergiques 
(Schultzberg et al., 1988). Cette enzyme jouerait donc un rôle neuroprotecteur en catalysant 
les transferts de deux électrons au dopaminochrome pour générer directement le 
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leukodopaminochrome, évitant ainsi la formation de la leukodopaminochrome-o-
semiquinone toxique (Graumann et al., 2002). 
 
3.2.2. Toxicité de la noradrénaline 
 
La noradrénaline (norépinéphrine) est un des neurotransmetteurs principaux dans le cerveau. 
Comme la dopamine, la noradrénaline est une monoamine et une catécholamine. En fait, la 
noradrénaline est produite à partir de la dopamine. Par conséquent, l’oxydation de la 
noradrénaline n'est pas très différente de celle de la dopamine car sa réactivité chimique est 
principalement basée sur la partie catéchol. La désamination de la noradrénaline par 
oxydation enzymatique produit l’acide 3,4-dihydroxymandélique et le peroxyde d'hydrogène 
(Figure 12). La noradrénaline peut également participer à la formation de la neuromélanine 
par un procédé d'oxydation en noradrénaline-o-quinone suivie d'une cyclisation 
intramoléculaire en leukonoradrénochrome. Ce dernier peut à son tour s’oxyder en 
noradrénochrome ou subir une déshydratation en 5,6-dihydroxyindole (Figure 12), qui peut 
contribuer à la formation de neuromélanine via un processus oxydant de polymérisation 
complexe. 
 
Figure 12. Biotransformation de la noradrénaline (Napolitano et al., 2011) 
 
Comme dans le cas de la dopamine, la noradrénaline-o-quinone peut réagir avec les espèces 
réactives de l’azote tels que NO et NO2─ pour produire la 6-nitronoradrénaline pouvant 
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produire des effets délétères sur les neurones catécholaminergiques (inhibition de la COMT, 
et interférence avec la recapture des catécholamines) (Mayer et Hemmens, 1997 ; Palumbo 
et al., 2001, 2002). 
 
3.3. QR2 et neurodégénérescence 
 
Des études menées ces dix dernières années semblent mettre en évidence un lien entre la 
quinone-réductase 2 et la perte de mémoire. En effet, en 2011, Hashimoto et son équipe ont 
détecté post mortem la présence de quinone-réductase 2 dans le cerveau de patients atteints 
de la maladie d’Alzheimer. Une quantité significativement élevée de QR2 chez les patients 
atteints de la MA par rapport aux sujets sains a été mesurée dans l’hippocampe (Hashimoto 
et Nakai, 2011). 
Une étude génomique menée par Wang et al. (Wang et al., 2008) sur le sang de 118 patients 
atteints de la maladie de Parkinson a montré que le gène pour la transcription de l’enzyme 
quinone-réductase 2 des patients malades présentaient une délétion dans la zone du 
promoteur (I-29). La zone absente correspond à la zone de fixation du répresseur de 
transcription du gène de QR2. Ainsi, la production de QR2 est plus importante chez les patients 
atteints de MP que chez le sujet sain. 
En 2010, l’équipe de Rémi Quirion a réalisé une étude sur des souris KO en QR2. Cette étude 
a été basée sur l’apprentissage et la cognition des souris. Ils ont constaté que la capacité 
d’apprentissage était supérieure pour les souris KO par rapport aux souris contrôles. Un 
résultat similaire a été obtenu par inhibition de QR2 par son inhibiteur spécifique, le S29434 
puisqu’on constate dans ce cas une amélioration de la cognition et de la mémoire des souris 
(Benoit et al., 2010). Sur le même principe, Rappaport et al. a montré une amélioration de la 
fonction cognitive par la suppression de quinone-réductase sur des souris (Rappaport et al., 
2015).   
 
Ainsi la question se pose d’un lien entre QR2 et la neurodégénérescence d’un point de vue 
redox compte tenu de la capacité de QR2 à générer des radicaux via la métabolisation de 
catéchol-quinone. Cette enzyme est-elle une enzyme détoxifiante comme souvent rapportée 
dans la littérature ou au contraire toxifiante ?  
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Plusieurs éléments semblent en effet montrer que les catéchol-quinones sont des substrats 
de la quinone-réductase 2  (Gaikwad et al., 2009 ; Sampaio et al., 2014). En 2008, Z. Zhang et 
son équipe ont montré grâce à des analyses cristallographiques que QR2 contrairement à QR1 
était une catéchol-quinone-réductase (Fu et al., 2008). De la même manière notre équipe a 
montré à la fois sur enzyme purifiée (Reybier et al., 2011) et sur des modèles de cellules 
surexprimant QR2 (Cassagnes et al., 2015) que la métabolisation de l’adrénochrome et de 
l’aminochrome s’accompagnait d’une production accrue de radicaux, confirmant l’activité de 
QR2 vis-à-vis de ces catéchol-quinones.  
 
Afin d’établir un lien entre stress oxydant, neurodégénérescence et QR2 il est nécessaire de 
disposer d’outils performants et adaptés pour la détection et la quantification d’espèces 
réactives. Nous comparons dans le paragraphe suivant, les méthodes dédiées à l’analyse des 
espèces radicalaires et autres produits d’oxydation. 
 
4. Détection et quantification des espèces réactives de l’oxygène 
(ROS) 
 
Les espèces réactives, comme leur nom l’indique, sont de petites molécules extrêmement 
réactives ayant de ce fait des durées de vie très courtes de l’ordre de quelques millisecondes 
voire de quelques nanosecondes. Parmi ces espèces on peut citer des radicaux libres comme 
l’anion superoxyde (O2•─) et le radical hydroxyle (•OH) ou des espèces non radicalaires comme 
le peroxyde d’hydrogène (H2O2). 
Ainsi leurs mesures directes ne sont pas aisées particulièrement dans des milieux complexes 
tels que les fluides biologiques ou les milieux intracellulaires. Plusieurs méthodes physico-









4.1. Résonance paramagnétique électronique 
 
La résonance paramagnétique électronique (RPE) est une méthode de choix pour étudier les 
espèces contenant un électron non apparié. La méthode a été découverte par Yevgeny 
Zavoisky en 1944 et repose sur l’effet Zeeman.  
A l’état fondamental, un électron célibataire possède un spin et un moment magnétique 
associé. Lorsqu’on applique un champ magnétique (B0), il y a dédoublement du niveau 
d’énergie (levée de la dégénérescence), le moment magnétique de l’électron pouvant être 
orienté soit parallèlement, soit anti parallèlement au champ B0 (effet Zeeman). La transition 
entre les deux niveaux d’énergie a lieu lorsque qu’une quantité suffisante d’énergie (∆E = hν) 
est absorbée par l’électron (Figure 13). L’énergie nécessaire pour la transition de niveaux 
énergétiques est donnée par l’équation (1) : 
ℎ𝜈𝜈 = 𝑔𝑔𝑒𝑒𝜇𝜇𝐵𝐵𝐵𝐵0   (1) 
avec μB magnéton de Bohr, B0 champ magnétique et ge facteur de Landé (g-factor) (2,0023 
pour un électron libre).    
 
Figure 13. Principe de la résonance paramagnétique électronique 
Le principe de la RPE consiste à faire varier le champ magnétique appliqué B0 à l’aide de 
bobines et d’envoyer une onde électromagnétique de fréquence choisie (par exemple, 9,3 
GHz pour un spectromètre bande X) permettant de faire transiter l’électron célibataire. 
Lorsque l’énergie du photon correspond à la différence des niveaux d’énergie de l’électron 
célibataire, il y a résonance et absorption d’énergie. Si l’électron est sur un atome dont le 
38 
 
noyau possède un moment magnétique non nul (spin > 0), celui-ci va interagir avec l’électron 
provoquant une multiplication des niveaux d’énergie et donc des transitions possibles. Le 
spectre RPE est la dérivée du signal d’absorption et est caractéristique du radical ; l’intensité 
est également proportionnelle à sa concentration.  
Même si la RPE est une technique de choix pour étudier des radicaux libres, ces espèces très 
réactives (●OH, O2●─) de très faibles durées de vie ne sont pas observables directement par 
RPE. La technique de spin-trapping ou piégeage de spin, permet en utilisant des molécules 
diamagnétiques dites spin-trap ou piégeur, de former des adduits radicalaires plus stables et 
ainsi de prolonger la durée de vie des radicaux libres afin de les détecter. Les deux piégeurs 
les plus couramment utilisés sont 5,5-dimethyl-1-pyrroline N-oxyde (DMPO) et la N-tert-butyl-
α-phenylnitrone (PBN). Cependant ces deux piégeurs ne permettent pas la mesure des 
radicaux intracellulaires, la sonde ou l’adduit radicalaire étant rapidement dégradés dans la 
cellule.  
L’avantage de la RPE est qu’elle peut être mise en œuvre sur des cultures cellulaires sans 
nécessiter de traitement préalable pour extraire l’adduit radicalaire, les cellules étant 
perméables aux champs magnétiques. L’un des principaux inconvénients est que cette 




La fluorescence est une méthode simple et facile pour détecter et quantifier les espèces 
réactives via l’utilisation de sondes particulières pour des mesures intracellulaires. On peut 
citer la dichlorodihydrofluorescéine diacétate (H2DCFDA), une sonde capable de traverser les 
membranes pour donner un composé fluorescent après oxydation. A l’extérieur de la cellule, 
H2DCFDA n’est pas fluorescente. Lorsqu’elle pénètre dans la cellule, la molécule subit une 
désesterification sous l’effet d’estérase pour former H2DCF qui, après oxydation par des 
espèces réactives de type peroxyde, formera un produit hautement fluorescent, le DCF. Il 
s'agit d'un test relativement facile à mettre en œuvre mais qui souffre d’un manque de 
spécificité (Zhao et al., 2003). Des composés tels que l’hydroéthidine et le bleu de 
nitrotétrazolium sont considérés comme des sondes fluorescentes spécifiques pour la 
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détection du radical superoxyde. L’acide coumarine-boronique (CBA) est utilisé comme sonde 
fluorescente pour le peroxynitrite. Un grand nombre de dérivés ont vu le jour comme le CM-
H2DCFDA pour stabiliser la demi-vie du DCF intracellulaire, le Cell-ROX pour une meilleure 










































Figure 14. La transformation de H2DCFDA en DFC (fluorescence) implique obligatoirement une enzyme estérase 
 
4.3. Chromatographie liquide couplée à la spectrométrie de masse  
 
La chromatographie liquide couplée à la spectrométrie de masse (LC-MS) est une méthode 
renommée pour sa spécificité et sa sensibilité pour détecter et quantifier certains composés. 
Mais la détection directe des radicaux libres n’est pas possible par cette technique. En 2007, 
Dr. Zielonka et son équipe ont publié un protocole LC-MS pour quantifier les radicaux 
superoxydes. Ce protocole repose sur l’utilisation de l'hydroéthidine (HE) pour la détection du 
superoxyde intracellulaire. La fluorescence rouge portée par le produit d'oxydation à deux 
électrons, l'éthidium (E+), a longtemps été assimilée à la formation de superoxyde 
intracellulaire, ce qui explique l’utilisation de cette sonde en fluorescence. Cependant des 
analyses ont prouvé que E+ n'est pas formé par l'oxydation directe de l'HE par O2●─ (Dikalov 
Sergey et al., 2007 ; Zhao et al., 2005). Un autre produit, le 2-hydroxyéthidium (2-OH-E+), a 
été identifié comme le produit formé par réaction entre HE et O2●─ (Zielonka et 
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Kalyanaraman, 2010). Ce produit a les mêmes caractéristiques de fluorescence que E+ mais 
ne se forme pas par réaction avec d'autres oxydants tels que le peroxynitrite ONOO─, le radical 
hydroxyle •OH ou le peroxyde d’hydrogène, H2O2.  
 
Figure 15. Réactivité de HE vis à vis du radical superoxyde O2●─ 
 
La formation du 2-OH-E+ peut alors être détectée en utilisant une technique séparative 
comme l’HPLC couplée à différents détecteurs tels que la fluorescence, l’électrochimie ou la 
spectrométrie de masse.  
 
En ce qui concerne le mécanisme réactionnel, il a été proposé que la formation du 2-
hydroxyéthidium passe par 2 étapes successives : la sonde hydroéthidine réagit dans un 
premier temps avec O2●─ pour former l'HE-hydroperoxyde. Ce dernier se transforme en imino-
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4.4. Comparaison des méthodes 
En résumé, la méthode RPE est une technique simple et rapide à réaliser mais elle manque de 
sensibilité. De plus, les radicaux piégés et détectés sont à l’extérieur des cellules car les adduits 
piégeur-radicaux sont dégradés à l’intérieur des cellules. Etant donné cet inconvénient, il est 
intéressant de travailler sur homogénats de cellules. Par ailleurs, la fluorescence est plus 
sensible mais sa spécificité est limitée pour identifier les radicaux superoxydes, hydroxyles ou 
peroxynitrites. La méthode LC-MS est la meilleure méthode parmi les trois mais elle est longue 
à réaliser, nécessite d’avoir accès au bon d’appareillage et réclame des compétences 
techniques supérieures pour son utilisation. La manipulation de la LC-MS comprend plusieurs 
étapes en commençant par l’incubation de la sonde avec les cellules, puis l’extraction des 
composés d’intérêt dans les milieux intra et extracellulaires jusqu’à la séparation 
chromatographique et la détection de ces derniers par spectrométrie de masse. Mais les 





Au cours de ce chapitre nous avons vu que les quinone-réductases étaient des enzymes 
cytosoliques capables de réduire les quinones à deux électrons pour former des 
hydroquinones plus stables que les semi-quinones produites par l’intermédiaire d’enzymes à 
un électron. Cette propriété confère à ces quinone-réductases un rôle détoxifiant. Plusieurs 
études ont montré que certaines catéchol-quinones issues de l’oxydation de 
neurotransmetteurs étaient bien des substrats des quinone-réductases et plus 
particulièrement de QR2. De plus, des études réalisées au laboratoire ont permis de montrer 
que la métabolisation de ces quinones par des cellules surexprimant QR2, conduisait à la 
formation de ROS par réoxydation de la forme réduite pour redonner à nouveau la quinone 
(en conditions aérobies). Ainsi un cycle futile se met en place générant des quantités 
importantes de ROS. 
 
Compte tenu du lien établi entre QR2 et les maladies neurodégénératives et le rôle 
indiscutable des ROS dans la dégénérescence neuronale, la question se pose du lien entre ces 
ROS, la métabolisation des catéchol-quinones et la présence dans le cerveau des malades de 
grandes quantités de QR2. Cette question constitue le point de départ des travaux de 
recherche présentés dans ce mémoire. 
 
Ainsi, afin de mieux comprendre le fonctionnement de cette la quinone-réductase 2 et du lien 
possible avec la dégénérescence neuronale, nous avons choisi de développer nos travaux 
selon les étapes suivantes : 
- Etude de la spécificité de la quinone réductase 2 vis-à-vis de différents substrats 
quinones ou pseudo-quinones d’intérêt, en comparaison avec la quinone-réductase 1.  
- Etude de l’impact de QR2 vis-à-vis de la toxicité de quinones dans des cellules 
neuronales en mesurant le stress oxydant généré. 
- Etude d’une voie de détoxification de la ménadione dans les neuroblastomes par 










Notions de spécificité de la 











Chapitre 2 ─ Notions de spécificité de la quinone-réductase 2 
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Les organismes vivants se défendent des agressions dues aux molécules de l’environnement 
en ayant mis au point une série de stratégies très complètes pour les éliminer. Ces molécules 
sont des nutriments, des produits naturelles (terpènes, flavonoïdes, etc..), des médicaments, 
des polluants, etc.., mais également certaines molécules naturellement produites par le corps 
comme la bilirubine ou les stéroïdes. Les organismes vivants ont mis au point un système 
d’élimination, essentiellement hépatique, de ces molécules qu’on appelle le métabolisme des 
xénobiotiques. Une revue exhaustive de ces mécanismes a été faite par Testa et Kramer 
(Krämer et Testa, 2008, 2009 ; Testa et Krämer, 2006, 2007a, 2007b, 2008). 
Ce système comprend deux grandes étapes, une étape de fonctionnalisation (Phase I) et une 
étape de conjugaison (Phase II).  Les enzymes les plus représentatives de ces deux phases sont 
respectivement les cytochromes P450 (Anzenbacher et Anzenbacherová, 2001) et les UDP-
glucuronosyltransferases (UGTs) (Oda et al., 2015 ; Yang et al., 2017). 
 
 
Figure 17. Métabolisation des xénobiotiques au niveau cellulaire (Rouas et Gueguen, 2011) 
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Comme schématisé Figure 17, la phase I de fonctionnalisation consiste à hydroxyler la 
molécule (Cytochrome P450), si elle ne l’est pas déjà. La phase II consiste à accrocher une 
molécule très hydrophile qui facilitera leur solubilisation en milieu aqueux, en particulier 
l’urine. Les molécules fixées sont principalement un dérivé du glucose, l’acide glucuronique – 
qui donnera un glucuronide, un sulfate et plus rarement une glycine. On connait aussi, à côté 
de ces transférases une transférase du glutathion dont le rôle est plutôt de neutraliser des 
fonctions -SH.  
La très grande diversité des molécules concernées a nécessité, au fil de l’Evolution, une 
adaptation des enzymes à ces classes de molécules de façon à pouvoir en reconnaitre le plus 
grand nombre. Ces enzymes couvrent pratiquement toutes les classes chimiques, et en 
particulier toutes les molécules naturelles issues de plantes. L’Evolution a répondu à ce 
challenge de deux façons : soit une multiplicité des iso-enzymes (CytP450 : plus de 100 iso-
enzymes ; UGT, plus d’une trentaine) chacune présentant des spécificités restreintes, soit une 
plasticité remarquable du site catalytique de l’enzyme (glutathion-S-transférase) qui permet 
aux 4 isoformes de reconnaitre pratiquement toutes les molécules concernées (Mohana et 
Achary, 2017). 
En marge de ces deux systèmes bien compris, il existe des enzymes spécialisées dans la 
modification/détoxification d’autres types de molécules, comme par exemple les quinones. 
Les quinones réductases ont pour but de réduire le système quinone, naturellement peu 
stable et donc agressif/toxique pour le vivant. Jusque dans les années 1990, il n’existait, dans 
ce contexte, qu’une seule enzyme de ce type, la DT-diaphorase (Ernster et al., 1962), décrite 
en 1962, et bien étudiée depuis lors, malgré son changement de nom : NADH-quinone 
oxidoreductase 1 NQO1 (Ross et Siegel, 2017). 
En 1997, le groupe de Talalay clone et caractérise une autre quinone reductase, QR2 ou NQO2 
(Zhao et al., 1997) qui sera une grande source de surprise. La première étant que cette enzyme 
ne fonctionne pas avec le même cosubstrat que QR1, le NAD(P)H, mais avec une obscure 
molécule, la N-ribosyldihydronicotinamide et ses dérivés dont la présence dans les cellules 
reste discrète (Formentini et al., 2009). 
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Si la spécificité de QR1 a été étudiée assez fréquemment, et rapportée dans plusieurs articles 
de la littérature, (Dinkova-Kostova et Talalay, 2010 ; Ross et Siegel, 2017 ; Testa et Krämer, 
2007a) pour QR2, rien de systématique n’a été publié. 
 
Ainsi nous avons commencé à explorer la spécificité de cette enzyme en menant deux types 
d’expérimentation :  
 une mesure de l’activité enzymatique de QR2 purifiée pour une série de substrats 
potentiels, en utilisant le BNAH comme un cosubstrat. 
 une mesure de la production de ROS associée à la réduction de la quinone, cette 
production étant un marqueur de la stabilité de la forme réduite (cf. Chapitre 1).  
Ces expériences, dans la mesure du possible, ont également été réalisées avec QR1 
(cosubstrat : NADH) pour comparaison. Différents substrats ont été testés parmi lesquelles 
majoritairement des quinones (ortho et para-quinones) mais également des molécules 
d’intérêt ayant, soit déjà été décrites comme substrats ou inhibiteurs de quinones réductases, 




1. Cas des para-quinones 
 
L’étude s’est, dans un premier temps, portée vers les para-quinones compte-tenu des 
nombreuses publications consacrées à l’activité enzymatique de QR2 vis-à-vis de la 
ménadione (Benoit et al., 2010 ; Choi et al., 2011 ; Reybier et al., 2011). Nous avons en 
particulier testé la ménadione, la para-benzoquinone, les coenzymes QO, Q2 et Q10, la 
duroquinone ainsi que la mitomycine C. La mitomycine C est un antibiotique anticancéreux, 
utilisé pour son activité « crosslinking » sur l’ADN mais ayant des effets indésirables sur le 
système nerveux via probablement l’établissement d’un stress oxydant (Jamieson et al., 
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1.1. Activités enzymatiques de QR2 vis-à-vis des para-quinones 
 
La mesure de l’activité enzymatique de la quinone-réductase 2 est basée sur la mesure de la 
consommation du cosubstrat pendant la réaction enzymatique. Le cosubstrat BNAH étant 
fluorescent, il est possible de suivre la diminution de la fluorescence due à sa consommation 
au cours du temps. Ce test permet de définir l’affinité de la quinone vis-à-vis de l’enzyme en 
basant sur sa vitesse de réaction.  
La Figure 19 illustre les résultats obtenus en présence de la ménadione. On observe une 
diminution de la fluorescence du fait de la consommation de BNAH (ligne bleu) nécessaire à 
l’enzyme pour réduire la ménadione. Après 16 min, le cosubstrat a été entièrement 
consommé. La courbe noire représente la variation de la fluorescence due à une réaction 
entre BNAH et le substrat ménadione (sans enzyme). Cette réaction a eu lieu mais elle est 
beaucoup moins rapide que la réaction enzymatique ce qui explique les différences de pentes 
des deux courbes. 
La quinone-réductase 2 réduit la ménadione en ménadiol en consommant le BNAH. Le 
ménadiol pouvant se réoxyder en ménadione en présence de l’oxygène, un cycle futile 
s’établit expliquant en outre la forte décroissance de la concentration en BNAH.  
 
 
Figure 19. Activité enzymatique de la quinone-réductase 2 en présence de QR2 purifié (0,25 nM), BNAH (100 
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Les vitesses de réaction, calculées à partir des pentes des courbes mesurées pour les cinq 
premières minutes (différence avec et sans enzyme) sont représentées sur la Figure 20 pour 
chacune des para-quinones testées. Les résultats font apparaitre, en dépit des barres d’erreur 
importantes, des disparités suivant la molécule considérée. Ainsi, la ménadione donne lieu, 
comme attendu, à des vitesses de réaction importantes d’environ 0,98 nmol/min/mg de QR2 
et 1,53 nmol/min/mg de QR1. Les co-enzymes Q0, Q2 et Q10 donnent lieu avec QR2 à des 
vitesses comparables, relativement faible de l’ordre de 0,33 nmol/min/mg de protéine, valeur 
du même ordre de grandeur que la para-benzoquinone. Ces molécules sont également 
métabolisées par QR1 mais beaucoup plus rapidement dans le cas de CoQ0. La duroquinone 
et la mitomycine C sont fortement métabolisées par QR2 avec des vitesses de réaction 
légèrement inférieures à la ménadione (0,88 et 0,74 nmol/min/mg de protéine, 
respectivement). On constate cependant que la mitomycine est moins rapidement 
métabolisée par QR1 (0,15 nmol/min/mg). 
 
 
Figure 20. Activité catalytique de QR2 comparée à QR1 sur différentes para-quinones testées 
 
La tétrachloro-p-benzoquinone n’est pas métabolisée par QR2 mais fortement par QR1 (1,66 
nmol/min/mg de QR1). Ceci provient sans doute d’une différence de géométrie 
électrostatique des sites catalytiques des deux enzymes. En effet, l’encombrement stérique 
important de la tétrachloro-p-benzoquinone du fait de la présence des atomes de chlore 































et al. pour d’autres molécules par des mesures de docking sur l’enzyme cristallisée (Calamini 
et al., 2008 ; Dufour et al., 2011 ; Zhao et al., 1997). Le cas de la mitomycine C est intéressante 
d’un point de vue stérique : la molécule est très asymétrique, avec un « côté » très encombré, 
et un côté très accessible. Il serait intéressant de synthétiser des analogues dans lesquelles 
ces encombrements seraient modifiés et de voir comment ils influent sur l’activité catalytique.  
Afin de compléter ces résultats, des analyses de la production de radicaux libres ont 
également été réalisées. Même si ces tests ne traduisent pas la capacité de l’enzyme à 
métaboliser une molécule, ils donnent cependant une indication sur la stabilité de la forme 
réduite et sur sa capacité à se réoxyder pour générer des radicaux pouvant être associés à la 
toxicité de la molécule. 
1.2. Production de radicaux associés à la réduction de la quinone 
 
La formation de radicaux, qui se produit par réoxydation de la forme réduite de la quinone, a 
été mesurée par résonance paramagnétique électronique (RPE) en utilisant le DMPO (5,5-
dimethyl-1-pyrroline N-oxyde) comme piégeur de radicaux. Les spectres RPE sont enregistrés 
à température ambiante à l’aide d’un spectromètre RPE Bruker EMX-8/2,7 (9,86 GHz) équipé 
d’une cavité haute sensibilité (4119/HS 0205) et d’un gaussmètre (Wissembourg, France). Une 
cellule plate (FZKI160-5 X 0,3 mm, Magnettech, Berlin, Allemagne) est utilisée pour l’analyse. 
Pour chacune des quinones testées, la production de radicaux a été mesurée en présence 
d’enzyme purifiée (15 µg/mL), de quinone (100 µM), de BNAH (3 mM) et de DMPO (80 mM) 
en milieu tamponné Tris-HCl à pH 8,5 (Reybier et al., 2011). Les analyses ont également été 
réalisées en présence de QR1 afin de mettre en évidence des différences de métabolisation 
d’une enzyme à l’autre. Les intensités ont été calculées par double intégration des signaux 
RPE. Les valeurs obtenues pour chacune des quinones testées sont présentées Figure 21 pour 






Figure 21. Comparaison de l’intensité des signaux RPE calculée par double intégration des signaux obtenus pour 
un mélange contenant : DMPO (80 mM), QR1/QR2 purifiée (15 µg.mL-1), NADH/BNAH (3 mM), ménadione/para-
benzoquinone/duroquinone/coenzyme Q0/coenzyme Q2/coenzymeQ10/mitomycine C/ tétrachloro-p-
benzoquinone) (100 µM). 
 
Ces résultats confirment bien la capacité des enzymes QR1 et QR2 à réduire la ménadione en 
ménadiol instable pouvant immédiatement se réoxyder pour former des radicaux. La 
mitomycine C donne également lieu, à la formation de radicaux avec QR2 et dans une moindre 
mesure avec QR1. Ces résultats sont en accord avec les vitesses de réaction mesurées.  
Aucune production de radicaux n’a été enregistrée avec la p-benzoquinone alors que cette 
molécule est bien réduite par les deux enzymes indiquant que la forme réduite est stable. 
Dans le cas de CoQ0, de manière très surprenante, la production de radicaux n’a été 
enregistrée qu’avec QR2 alors que d’après les résultats précédents cette molécule est plus 
rapidement métabolisée par QR1. Aucune production n’est en revanche enregistrée dans le 
cas des CoQ2 et CoQ10. Ces résultats semblent indiquer, comme pour la p-benzoquinone, 
que, bien qu’étant réduites par les quinone-réductases, les formes réduites sont suffisamment 
stables. Cette stabilité peut, dans le cas des coenzyme Q2 et Q10, être imputée à leur structure 
fortement conjuguée pouvant stabiliser la forme réduite. 
De la même manière, la duroquinone pourtant métabolisée par les deux enzymes (Figure 20) 
ne produit des radicaux qu’en présence de QR2. Ces résultats sont très surprenants car cette 


















Notons que dans ce cas, la nature des radicaux produits est différente puisqu’il s’agit du radical 
superoxyde (O2●─) et non du radical méthyle (•CH3) issue de la réaction du radical hydroxyle 
avec le DMSO utilisé pour dissoudre les molécules. La duroquinone et les coenzymes sont dans 
la série (Figure 18) les molécules les plus lipophiles qui pourraient stabiliser le radical O2●─ 
comparativement aux autres.  
 
Ainsi, au vu des résultats les trois meilleurs substrats de QR2 parmi ces para-quinones sont la 
ménadione, la duroquinone, le coenzyme Q0 et la mitomycine C. Ces quatre molécules 
donnent lieu, après réduction, à une production significative de radicaux. Le coenzyme Q0, 
bien que moins vite métabolisé par QR2, produit également des radicaux après réduction mais 
seulement avec QR2. 
 
2. Cas des ortho-quinones 
Nous nous sommes ensuite intéressés aux ortho-quinones. Plusieurs types de structure ortho-
quinonique ont été testées. Des structures simples telles que la 3,5-di-tert-butyl-o-
benzoquinone et la tétrachloro-o-benzoquinone et une structure de type catécholquinone, 
l’adrénochrome, en raison de leur filiation évidente avec la dopamine-quinone et du lien établi 
entre ces molécules et certaines maladies neurodégénératives. Deux autres molécules à 
structures fortement conjuguées ont également été testées : les tanshinone I et IIA qui ont 
des structures proches de l’inhibiteur spécifique de QR2, le S29434. Les structures 
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Figure 22. Structure des ortho-quinones testées 
Comme dans le cas des para-quinones, la capacité de la quinone-réductase 2 à réduire ces 
composés et la formation de radicaux libres ont été mesurées. Les résultats sont regroupés 
sur la Figure 23. 
Toutes les molécules testées sauf la tétrachloro-o-benzoquinone sont bien substrats de QR2 
mais d’une manière générale avec des vitesses de réaction mesurées inférieures à celles 
obtenues avec les para-quinones. La tétrachloro-o-benzoquinone est très fortement 
métabolisée par QR1. Il faut noter que dans le cas des tanshinones I et IIA, alors que ces 
molécules sont bien substrats de QR1 et de QR2, on observe une production de radicaux 
uniquement avec QR1. Ces différences sont imputables aux vitesses de réactions qui sont bien 
inférieures pour QR2. Des expériences réalisées en l’absence d’enzymes ont montré que les 
tanshinones réagissent fortement avec le cosubstrat BNAH pour former des radicaux alors que 
ce n’est pas le cas avec NADH. Ceci explique que la production de radicaux imputable à QR2 
soit très faible dans ce cas. 
Ainsi, parmi les ortho-quinones testées, seules la tétrachloro-o-benzoquinone et les 
tashinones I et IIA présentent une affinité très différente pour QR1 et QR2. Ceci est 
probablement dû à des différences mineures dans la géométrie électrostatique des deux sites 







Figure 23. A Activité catalytique de QR2 comparée à QR1 sur différentes ortho-quinones testées.  B Comparaison 
de l’intensité des signaux RPE traduisant la production des radicaux libres calculée par double intégration des 
signaux RPE obtenus avec DMPO (80 mM), QR1/QR2 purifiée (15 µg.mL-1), NADH/BNAH (3 mM), 
















































3. Autres substrats 
 
D’autres molécules ont été testées parmi lesquelles : 
 l’imatinib, décrit dans la littérature comme étant un inhibiteur de QR2 (Winger et al., 
2009) ; 
 la curcumine, les dérivés de curcumine étant décrits comme des molécules 
antioxydantes induisant l’expression de la quinone-réductase 1 (Dinkova-Kostova et 
Talalay, 2010 ; Nakai et al., 2018 ; Wu et al., 2013); 
 le resvératrol, un inhibiteur de quinone-réductase 2, (Buryanovskyy et al., 2004) et 
son métabolite le picéatannol (Les et al., 2016) ; 
 le CB1954 (5-(aziridin-1-yl)-2,4-dinitrobenzamide), un anticancéreux décrit comme 
substrat de QR2 (Knox et al., 2000) ; 
 le paracétamol, Miettinen et Björklund ayant montré que le paracétamol pouvait être 
à l’origine de la production d’anions superoxyde en présence de QR2 (Miettinen et 
Björklund, 2014) ainsi que son métabolite, le NAPQI (N-acétyl-p-benzoquinone imine), 
qui est une pseudoquinone ; 
 le DCPIP (2,6-dichlorophénol indolphénol) et le bleu de méthylène décrits comme 
substrats de la quinone-réductase 1 (Shaw et al., 1991). Rappelons que le bleu de 
méthylène est utilisé pour déterminer la viabilité des cellules eucaryotes dans un test 
classique de biologie cellulaire mais aussi qu’il a été envisagé comme agent 
thérapeutique pour la maladie d’Alzheimer (Appleby et Cummings, 2013 ; Painting et 
Kirsop, 1990). A ce titre, puisque son mécanisme d’action n’est pas connu comme 
« antioxydant », il était intéressant d’étudier son comportement en présence de QR2. 
 des dérivés de la dopamine. Compte-tenu de la capacité de la dopamine à s’auto-
oxyder (milieu basique), la dopamine ainsi que ses dérivés tels que la d-DOPA 
(précurseur de la dopamine), la 6-OH-dopamine (métabolite de la dopamine) et le 
catéchol ont également été testés (Graham et al., 1978).  
 
Les structures correspondantes sont présentées sur la Figure 24 et les résultats obtenus en 
termes d’activité enzymatique et de production de radicaux sont présentés sur la Figure 25. Il 
faut noter que pour ces molécules, et en raison d’un problème d’approvisionnement en 
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enzyme QR1, nous ne disposons des résultats d’activité enzymatique uniquement pour 5 
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Figure 24. Structure de divers substrats testés. 
Parmi ces composés, comme attendu, le CB1954 est bien métabolisé uniquement par QR2 
avec une vitesse d’environ 0,69 nmol/min/mg de protéine. En effet QR2 est capable de réduire 
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le CB1954 par deux fois 2 électrons pour la réduction des deux fonctions NO2 en NHOH 
(AbuKhader et al., 2005) comme nous l’avons montré dans le chapitre I. En ce qui concerne 
la dopamine et ses dérivés, la d-DOPA et la 6-OH-dopamine, seule la 6-OH-dopamine est 
métabolisée par QR2. Les analyses ont confirmé que cette molécule était également 
rapidement métabolisée par QR1. Pour ces trois composés, aucune production de radicaux 
n’a été enregistrée avec QR2 alors que la 6-OH dopamine produit des radicaux avec QR1. Ceci 
pourrait provenir d’une très grande différence de spécificité de QR1 et QR2 pour cette 
molécule. La vitesse de métabolisation de la 6-OH dopamine est trop faible pour produire des 
quantités détectables de radicaux. 
Le paracétamol est faiblement métabolisé par QR2 (0,22 nmol/min/mg de protéine), sa 
réduction s’accompagnant d’une production de radicaux libres, alors que son métabolite, le 
NAPQI, qui a pourtant une structure pseudoquinone, est inactif vis-à-vis de QR2.  
Le DCPIP est bien métabolisé par QR1 comme décrit dans la littérature, mais très faiblement 
par QR2. Ces résultats sont confirmés par les analyses RPE (Figure 25), puisqu’on détecte la 
production de radicaux uniquement avec QR1.  
Le resvératrol et l’imatinib décrits comme inhibiteurs de QR2, ne sont pas, comme attendus, 
substrats de QR2. La curcumine, inducteur de quinone-réductase, est également inactif.  
Le bleu de méthylène n’est quasiment pas métabolisé par QR2 (~ 0,10 nmol/min/mg de 
protéine) mais on note cependant une grande quantité de radicaux produits en présence de 
QR1 ce qui confirme l’analyse de l’activité enzymatique. 
 
En conclusion les principales différences d spécificité entre QR1 et QR2 concernent le bleu de 
méthylène, le DCPIP et la 6-OH-Dopamine qui sont rapidement réduit par QR1 
comparativement à QR2 pour laquelle l’activité est très faible. Au contraire, CB1954 et le 











Figure 25. A) Activité enzymatiques des substrats testés B) Comparaison de l’intensité des signaux RPE traduisant 
la production des radicaux libres calculée par double intégration des signaux RPE obtenus avec DMPO (80 mM), 
QR1/QR2 purifiée (15 µg.mL-1), NADH/BNAH (3 mM), catéchol/d-dopa/dopamine/6-OH-
dopamine/imatinib/CB1954/paracétamol/NAPQI/DCPIP /curcumine/bleu de méthylène/resvératrol/ 
















































Ce travail constitue une étude préliminaire sur la spécificité de QR2 vis-à-vis de divers 
substrats. Les résultats présentés dans ce chapitre sont ainsi nouveaux et ont permis de 
mettre en évidence des différences majeures de spécificité entre QR1 et QR2 concernant la 
tétrachloro-o-benzoquinone, la 6-OH-dopamine, le DCPIP, le bleu de méthylène, la 
duroquinone, la mitomycine C, le CB1954 et le paracétamol, les quatre derniers étant 
spécifiques de QR2. 
Une part importante de ces différences peut être attribuée à la géométrie électrostatique des 
sites catalytiques de QR1 et de QR2. Bien que proches, ces sites catalytiques présentent 
néanmoins quelques différences notamment sur la taille de la cavité catalytique.    
En ayant commencé à cartographier dans le présent travail les spécificités comparées de QR1 
et de QR2, nous pensons avoir apporté un éclairage nouveau sur les rôles respectifs de ces 
enzymes, trop souvent simplifiés à outrance comme étant identiques ou, pire, en négligeant 
totalement le rôle potentiel de QR2. En effet, il est important de rappeler que si la quantité 
intracellulaire homéostatique de NADH est considérable – aux alentours de 1 µM – la quantité 
du cosubstrat de QR2 à l’état basal est négligeable (Formentini et al., 2009). Il est donc évident 
qu’à l’état de repos, QR2 ne fonctionne pas et la totalité du métabolisme des quinones est 
bien due à QR1. Par contre, c’est le catabolisme du NADH, par exemple dans des cellules 
stressées, qui voit apparaitre des quantités importantes du cosubstrat de QR2, aux dépends 
du NADH (NADH  NRH + AMP) (voir Chowdhry et al. pour une discussion plus complète sur 
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Chapitre 3 ─ Dérégulation redox induite par la métabolisation des 
quinones en présence de QR2 
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Comme nous l’avons vu dans le chapitre I les quinone-réductases sont des flavoenzymes 
cytosoliques connues pour protéger la cellule de la toxicité induite par des composés 
quinoniques (Chen et al., 2000). Les quinones-réductases 1 et 2 sont en effet capables de 
réduire les quinones à deux électrons pour former des hydroquinones relativement stables et 
ainsi éviter leur réduction à un électron pour former dans la cellule des semiquinones 
extrêmement réactives et délétères car à l’origine de la formation de radicaux libres.  
Cependant des études par résonance paramagnétique électronique (RPE) menées au sein de 
l’équipe ont démontré, sur enzyme purifiée, que la réduction de certaines para et ortho-
quinones d’intérêt s’accompagnait d’une production importante de radicaux imputable à la 
réoxydation de la forme réduite instable, l’hydroquinone, par transfert d’un électron à 
l’oxygène (Reybier et al., 2011). D’autre part, des analyses RPE et de microscopie confocale 
ont fait apparaître, de manière surprenante, que la production de radicaux induite par la 
métabolisation de ces quinones, par une lignée cellulaire génétiquement modifiée pour 
surexprimer QR2 (lignée CHO, Cellules d’Ovaires de Hamster Chinois) dépendait de la nature 
de la quinone (Cassagnes et al., 2015). Le rôle bénéfique de QR2 a bien été mis en évidence 
dans le cas de la ménadione puisque la surexpression de QR2 induit une diminution du stress 
oxydant comparé aux cellules non transduites alors que l’ajout de l’inhibiteur spécifique de 
QR2 provoque une réaugmentation de la production d’espèces réactives. Dans le cas de 
catéchol-quinones issues de neurotransmetteurs tels que l’adrénochrome ou l’aminochrome, 
la présence de QR2 induit au contraire une forte augmentation de la production d’espèces 
radicalaires. Ainsi, il semblerait que les caractères toxifiant ou détoxifiant de la quinone-
réductase 2 soient fortement lié, non seulement au type de quinones, mais également au type 
de cellules considérées. 
Afin de valider d’infirmer cette hypothèse nous avons choisi de considérer d’autres types de 
cellules parmi lesquelles les cellules K562 qui surexpriment naturellement QR2 et des cellules 
neuronales. Compte tenu du lien avéré entre QR2, la perte et l’acquisition de la mémoire et 
des niveaux élevés de catéchol, les neuroblastomes (SH-SY5Y) et les neurones primaires de 




1.  Etude de la production de ROS induite par la métabolisation de 
para et ortho-quinones par des cellules K562 
Les cellules K562 sont des cellules leucémiques myéloïdes d’origine humaine. C’est une lignée 
immortalisée portant le gène BCR-ABL qui traduit une tyrosine kinase qui est un facteur de 
prolifération cellulaire. D’autre part, cette lignée exprime naturellement la quinone-réductase 
2. Yan et al. ont mis en évidence une grand quantité de QR2 par rapport à QR1 sur la lignée 
K562 comme l’illustre le Western Blot présenté ci-dessous (Figure 26) (Yan et al., 2011). Ces 
cellules ont déjà été utilisées dans de nombreuses études concernant QR2 et notamment pour 




Figure 26. Expression de QR2 et QR1 sur la lignée K562 (Yan et al., 2011) 
 
1.1. Conditions expérimentales 
Les mesures de production de radicaux libres ont été réalisées par résonance paramagnétique 
électronique en utilisant le DMPO (5,5-dimethyl-1-pyrroline N-oxyde) comme piégeur de 
radical. Les mesures ont été réalisées pour 5.106 cellules dans le tampon phosphate DPBS 
(Dulbecco's Phosphate-Buffered Saline) après 2 minutes d’incubation en présence de la 
quinone étudiée et du cosubstrat BNAH (Figure 27). Pour confirmer l’implication de QR2 les 
analyses ont également été menées après 30 min de pré-incubation des cellules en présence 














K562 5.106 cellules 300   5.106 cellules 
DPBS  q.s.p 500  500   
inhibiteur 1 mM 10  500  20 μM 
DMPO 1 M 25  500  50 mM 
cosubstrat 1 mM 50  500  100 μM 
substrat 1 mM 50  500  100 μM  
 
Les solutions stock de substrats et de cosubstrats ont été préparées à 1 mM dans un mélange 
DMSO/DPBS à 10% de DMSO, l’échantillon final contient au maximum 5 % de DMSO.  







































Figure 27. Structure des composés utilisés dans cette étude 
 
1.2. Métabolisation de para-quinones 
Les analyses ont été réalisées dans un premier temps en présence de ménadione. Le spectre 
RPE (Figure 28.1) se présente sous la forme d’un quadruplet caractéristique de l’adduit 
radicalaire DMPO-OH avec des constantes de couplage aN = aH = 14.82 G, valeurs conformes à 
ce qui est décrit dans la littérature (Pieper et al., 1995). Afin de vérifier si ce produit est issu 
du piégeage direct du radical hydroxyle ou de la transformation de l’adduit radicalaire DMPO-
OOH, formé par piégeage du radical superoxyde, la même expérience a été réalisée en 
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présence de superoxyde dismutase (25 kU/mL), une enzyme transformant très rapidement 
l’anion superoxyde en peroxyde d’hydrogène. Comme le montre le spectre correspondant 
(Figure 28.4), le signal a quasiment disparu confirmant que la métabolisation de la ménadione 
par les cellules K562 s’accompagne de la production de l’anion superoxyde O2•─. Un spectre 
deux fois moins intense a été enregistré en l’absence du cosubstrat BNAH (Figure 28.2) ou 
après pré-incubation des cellules avec l’inhibiteur spécifique S29434 (Figure 28.3) confirmant 
que cette forte production de radicaux est bien en grande partie imputable à l’activité 
enzymatique de QR2 : la réaction enzymatique produit le ménadiol instable qui se réoxyde en 
transférant un électron à l’oxygène (Schéma 1). La production résiduelle de radicaux 
enregistrée en l’absence de cosubstrat ou en présence d’inhibiteur correspond à la production 
radicalaire lors de la réoxydation de la semi-quinone formée après une réduction à 1 électron 
de la quinone dans la cellule (Monks et Jones, 2002). Ces réductases à 1 électron sont par 
exemple le cytochrome P450 (CYP450) ou les enzymes de la chaîne respiratoire 
mitochondriale (Nosoh et al., 1968). 
 
 
Schéma 1. Voies de production de radicaux libres après réduction d’une quinone en hydroquinone par une 
quinone-réductase.  
 
Afin de confirmer ce résultat, nous avons testé une autre quinone le coenzyme Q0 (Figure 27). 
Le spectre RPE obtenu fait apparaitre un signal caractéristique d’une semi-quinone (Figure 
28.5) caractérisé par les constantes de couplages : aH (3H) = 2,20 G, aH (1H) = 1,55 G (Poderoso 
et al., 1999). Ces constantes ont été déterminées par simulation du spectre à l’aide du logiciel 
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SIMFONIA et sont conformes à la littérature (Poderoso et al., 1999).  Cependant dans ce cas, 
la production de ROS est extrêmement faible et difficilement quantifiable. On voit également 
apparaitre sur le spectre un sextuplet de faible intensité qui correspondrait, d’après la 
simulation, au piégeage d’un radical de type carbone centré. Cet adduit pourrait avoir comme 
origine la production du radical •OH qui donne le radical •CH3 par réaction avec le DMSO 
(Figure 28.6). La détection de la forme semiquinonique ainsi que la faible concentration en 
radicaux de type hydroxyle (ou •CH3) ou superoxyde semblent indiquer que les formes 
réduites à 1 ou 2 électrons, contrairement au ménadiol, sont suffisamment stables pour ne 
pas se réoxyder. Ces résultats sont conformes à ceux qui avaient été précédemment obtenus 
sur les cellules CHO (Cassagnes et al., 2015). 
 
Ainsi, comme le montre la Figure 29, qui illustre les variations de la production de radicaux 
évaluée par la double intégration des spectres RPE (logiciel WINEPR) dans les différentes 
conditions expérimentales, QR2 est responsable, dans les cellules K562, d’une production 
accrue de radicaux en présence de ménadione. Ces résultats sont en contradiction avec les 
résultats précédemment obtenus avec les cellules CHO pour lesquelles, la présence de QR2 
conduisait à une diminution du stress oxydant. Ainsi afin de poursuivre nos investigations dans 













Figure 28. Spectres RPE obtenus en présence de DMPO (50 mM) avec (1) ménadione (100 µM), BNAH (100 
µM) ; (2) ménadione (100 µM), sans BNAH ; (3) ménadione (100 µM), BNAH (100 µM), S29434 (20 µM) ; (4) 
ménadione (100 µM), BNAH (100 µM), SOD (150 U/mL) ; (5) CoQ0 (100 µM, BNAH (100 µM) pour les cellules 







Figure 29. Comparaison de l’intensité des signaux RPE traduisant la production des radicaux libres calculée par 
double intégration des signaux RPE obtenus en présence de ménadione ou de Coenzyme Q0 pour les cellules 
K562. *P < 0,05 
1.3. Métabolisation d’ortho-quinones 
Les analyses ont été réalisées avec deux ortho-quinones, l’adrénochrome et le 3,5-di-tert-
butyl-benzoquinone (3,5-DTBBQ) (Figure 30), deux molécules ayant été décrites comme 
substrat de QR2 (Fu et al., 2008) et ayant effectivement donné lieu à une production 
radicalaire sur enzyme purifiée (chapitre 2). Les spectres correspondants sont présentés 
(Figure 30). En présence d’adrénochrome on observe l’apparition d’un quadruplet très 
intense, d’intensité presque deux fois supérieure à celle de la ménadione (Figure 30.1). Le 
quadruplet est caractérisé par les constantes de couplages aN = aH = 14.96 G, qui sont les 
mêmes que pour la ménadione. L’ajout de SOD fait disparaitre le signal (Figure 30.4) 
confirmant qu’il s’agit également dans ce cas du signal de l’adduit radicalaire DMPO-OH issu 
de la transformation du DMPO-OOH formé par piégeage de l’anion superoxyde. Comme pour 
la ménadione, on observe une forte diminution du signal lorsque les cellules ont été pré-
incubées en présence de l’inhibiteur S29434 (Figure 30.3). Comme l’illustre la Figure 31 cette 
diminution est très significative (p < 0,01), presque 50% des radicaux ayant disparu.  
En l’absence de BNAH, l’intensité du signal est très faible (Figure 31). Ce résultat semble 
indiquer, dans ce cas, que la part des radicaux issus des réductions à 1 électron de 








Figure 30. Spectres RPE obtenus en présence de DMPO (50 mM) avec (1) adrénochrome (100 µM), BNAH (100 
µM) ; (2) adrénochrome (100 µM), sans BNAH ; (3) adrénochrome (100 µM), BNAH (100 µM), S29434 (20 µM) ; 
(4) adrénochrome (100 µM), BNAH (100 µM), SOD (150 U/mL) ; (5) 3,5-DTBBQ (100 µM), BNAH (100 µM) ; (6) 




Dans le cas de la 3,5-di-tert-butyle-benzoquinone (3,5-DTBBQ), le signal est très faible (Figure 
30.5). Ce résultat est surprenant car une importante production de radicaux avait été 
enregistrée dans le cas des cellules CHO surexprimant QR2 (Cassagnes et al., 2015). Il est 
possible que la 3,5-DTBBQ ne puisse pas entrer dans les cellules K562.  
 
 
Figure 31. Comparaison de l’intensité des signaux RPE traduisant la production des radicaux libres calculée par 
double intégration des signaux RPE obtenus en présence d’adrénochrome et de 3,5-DTBBQ pour les cellules 
K562. **P < 0,01  
 
En conclusion, les expériences réalisées avec les cellules K562 ont mis en évidence une 
production élevée de radicaux superoxydes en présence de ménadione ou d'adrénochrome, 
production provenant de l’activité enzymatique de QR2 puisque cette production diminue par 
ajout d’inhibiteur ou en l’absence du cosubstrat. Au contraire, des signaux très faibles ont été 
mesurés pour le CoQ0 et le 3,5 di-tert-butyl-benzoquinone (3,5-DTBBQ) en présence ou non 
d’inhibiteur.  
Ainsi dans le cas particulier de ces cellules K562, les résultats démontrent que, quelle que soit 
la nature des quinones considérées (ortho ou para), QR2 n’a pas un rôle détoxifiant mais au 
contraire induit un stress oxydant accru. Ces résultats concordent avec les travaux de 
Buryanovskyy et al. (Buryanovskyy et al., 2004) qui ont démontré que la suppression de 
l'activité QR2 dans les cellules K562, soit en utilisant un acide ribonucléique interférent 
(piARN) ou du resvératrol, un inhibiteur moins spécifique de QR2, augmentait la résistance de 
ces cellules à la toxicité de la ménadione.  
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Ainsi ces résultats confirment l’hypothèse de départ concernant les variations de toxicité des 
quinones suivant le type de quinones et surtout la nature de la cellule considérée. Il se pourrait 
que ces différences proviennent de la présence ou non d’enzymes de conjugaison capables de 
prendre en charge la forme réduite et ainsi éviter leur réoxydation et la production de 
radicaux. 
2. Etude de la production de ROS induite par la métabolisation de 
para et ortho-quinones par des cellules SH-SY5Y 
 
Etant donné que les catéchols quinones dérivées de la dopamine, l'adrénaline, ou la 
noradrénaline sont impliquées dans l'augmentation du stress oxydant associé aux troubles 
neurodégénératifs (Cf. Chapitre I), nous avons décidé d'étudier le rôle de QR2 dans les cellules 
neuronales.  
Parmi plusieurs types de neurones disponibles pour la culture, la lignée de neuroblastomes 
d’origine humaine, le SH-SY5Y, a été choisie. C’est une lignée cellulaire immortalisée de 
neurones dopaminergiques (Kovalevich et Langford, 2013). De plus, selon la littérature, 
l’exposition des SH-SY5Y à des concentrations croissantes de L-Dopa provoque la mort 
cellulaire par l'intermédiaire de la formation de ROS (Sabens et al., 2010 ; Walkinshaw et 
Waters, 1995).  
Pour mettre en évidence un effet de QR2 sur cette lignée neuronale, les cellules ont été 
génétiquement modifiées afin de surexprimer QR2. Pour ce faire, des lentivirus contenant le 
gène codant pour l’enzyme QR2 a été introduit dans l’ADN des cellules SH-SY5Y pour qu’elle 
soit exprimée. L'expression d’hQR2 a ensuite été confirmée par des analyses Western blot 
(Figure 32). 
 
Figure 32. Expression de hQR2 dans la lignée SH-SY5Y : sauvage (NT ou WT) et hQR2-transduite 
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La production de radicaux a ensuite été mesurée après ajout de ménadione et 
d'adrénochrome sur la lignée SH-SY5Y de type sauvage (NT ou WT) et la lignée surexprimant 
la QR2 humaine (hQR2).  
2.1. Métabolisation de la ménadione 
Dans un premier temps, les analyses ont été réalisées en présence de ménadione pour les 
lignées SH-SY5Y-NT et SH-SY5Y-hQR2.  
2.1.1. Analyse des spectres 
Les spectres obtenus pour les deux types de cellules NT et hQR2 sont présentés Figure 33.1 et 
33.3, respectivement. L’ajout de l’inhibiteur S29434 induit de manière surprenante une légère 
diminution des pics dans le cas des cellules non transduites alors que dans le cas des cellules 
surexprimant QR2, on constate une modification importante du spectre.  
L’allure des spectres obtenu est beaucoup plus complexe que celles obtenues avec les cellules 
K562. Les spectres obtenus dans le cas des SH-SY5Y-hQR2 sont constitués de 10 pics. La 
simulation du spectre montre qu’il s’agit de la superposition de trois signaux correspondant à 
3 adduits radicalaires formés par réaction avec le DMPO : un multiplet caractérisé par les 
constantes de couplage : aN = 14,18 G, aHβ = 11,35 G, aHγ1 = 1,22 G pour l’adduit DMPO/•OOH 
(piégeage du superoxyde) ; un second quadruplet caractérisé par les constantes aN = aH = 14,85 
G pour l’adduit DMPO/•OH  et un sextuplet caractérisé par les constantes aN = 16,21 G, aHβ = 







Figure 33. Spectres RPE obtenus en présence de DMPO (50 mM) avec (1) SH-SY5Y-NT + ménadione (100 µM), 
BNAH (100 µM) ; (2) SH-SY5Y-NT + ménadione (100 µM), BNAH (100 µM), S29434 (20 µM) ; (3) SH-SY5Y-QR2 + 
ménadione (100 µM), BNAH (100 µM) ; (4) SH-SY5Y-QR2 + ménadione (100 µM), BNAH (100 µM), S29434 (20 





Figure 34. Spectres RPE simulés des adduits DMPO/•OOH (aN = 14,2 G, aHβ = 11,4 G, aHγ1 = 1,2 G), DMPO/•OH 
(aN = aH = 14,9 G), DMPO/•CH3 (aN = 16.4 G, aHβ = 23,3 G) 
 
Afin d’interpréter les signaux, un certain nombre de contrôles ont été réalisés. L’ajout de SOD 
(150 U/mL) supprime le sextuplet (Figure 35.2) alors que l’ajout de catalase (1800 U/mL) 
n’induit qu’une faible réduction de l’intensité du spectre (Figure 35.4) par rapport à la Figure 
35.1. L’ajout concomitant de SOD et de catalase élimine totalement le signal (Figure 35.3). Ces 
résultats indiquent que les signaux enregistrés ont pour origine le radical superoxyde. La 
catalase n’ayant aucun effet sur le sextuplet, il est probable que ce radical ne corresponde pas 
au •CH3 formé par l’intermédiaire du radical hydroxyle mais plutôt à un radical carbone centré 
formé par l’oxydation secondaire par le superoxyde d’une biomolécule à la surface de la 
cellule. Le quadruplet résiduel après ajout de la SOD qui disparait par ajout de catalase 
proviendrait dans ce cas du H2O2 produit lors de la réduction enzymatique du superoxyde. 
Avec cette catalase, la réaction avec des métaux de transition produit le radical hydroxyle 




Schéma 2. Formation de l’adduit radicalaire DMPO/•OH 
  
  
Figure 35. Spectres RPE obtenus en présence du DMPO (50 mM) avec (1) SH-SY5Y-hQR2+ ménadione (100 µM), 
BNAH (100 µM) ; (2) SH-SY5Y-hQR2 + ménadione (100 µM), BNAH (100 µM), SOD (150 U/mL) ; (3) SH-SY5Y-hQR2 
+ ménadione (100 µM), BNAH (100 µM), SOD (150 U/mL), Catalase (1800 U/mL) ; (4) SH-SY5Y-hQR2 + ménadione 
(100 µM), BNAH (100 µM), catalase (1800 U/mL). Gamme d’intensité ± 25000. Gain : 2.105 
 
2.1.2. Analyse quantitative 
Afin de comparer plus finement la quantité de ROS produite dans chacun des cas, les signaux 




Figure 36. Comparaison de l’intensité des signaux RPE traduisant la production des radicaux libres calculée par 
double intégration des signaux RPE obtenus en présence de ménadione (100 µM), avec ou sans BNAH (100 µM) 
avec ou sans pré-incubation pendant 30 min avec S29434 (20 µM) pour les cellules SH-SY5Y. *P < 0,05, **P < 
0,01, ***P < 0,001 
 
Les résultats obtenus font clairement apparaître une forte augmentation (57%) de la quantité 
de radicaux produits en présence de QR2 (hQR2) par comparaison aux cellules non transduites 
(NT). L’incubation préalable des cellules avec l’inhibiteur S29434 (hQR2+S29434) ainsi que 
l’absence du cosubstrat (hQR2 ss BNAH) induit bien une diminution des radicaux produits 
(respectivement 79 et 37 %) démontrant sans ambiguïté, comme dans le cas des cellules K562, 
que QR2 joue un rôle dans cette production accrue de radicaux libres (Figure 36). Une 
ambiguïté subsiste néanmoins dans le cas des cellules non transduites (NT), puisqu’une 
diminution de 76% de la production basale de ROS a été observée en l'absence de BNAH (NT 
ss BNAH) et une légère diminution (environ 32%) pour des cellules pré-incubées avec S29434 
(NT+S29434). Ces résultats semblent confirmer que BNAH pourrait être un substitut efficace 
au NAD(P)H, et donc servir de cosubstrat pour une large gamme d'enzymes (Paul et al., 2014).  
Ces résultats sont en accord avec les travaux de Chomarat et al. qui ont mis en évidence, sur 
des cellules neuronales d’hippocampe de souris, les cellules HT-22, une diminution de 50% de 
la susceptibilité des cellules à la toxicité de la ménadione lorsque l’activité de QR2, est réduite 
de 70 à 80 %, par le biais de shRNA  (Chomarat et al., 2007).  De même, des études in vivo ont 
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montré que les souris QR2 KO étaient moins sensibles à la toxicité de la ménadione que les 
souris sauvages (Long et al., 2002). 
2.2. Métabolisation de l’adrénochrome 
2.2.1. Analyse des spectres 
 
Les spectres obtenus avec chacune des lignées sont présentés Figure 37.  
Le spectre obtenu avec la lignée non transduite (Figure 37.1) est moins intense que celui 
obtenu avec la ménadione. Ceci pourrait provenir, comme proposé précédemment, d’une 
métabolisation moindre de l’adrénochrome par les réductases à 1 électron comparé à la 
ménadione. L’ajout de l’inhibiteur S29434 n’a comme attendu aucun effet sur l’intensité du 
spectre (Figure 37.2). Cela confirme bien que les radicaux n’ont pas pour origine l’activité 
enzymatique de QR2 alors que QR2 est présente à très faible concentration dans les cellules 
non transduites.  
 
Par contre, le spectre obtenu avec les SH-SY5Y-QR2 est beaucoup plus intense confirmant 
l’activité enzymatique de QR2. Le spectre présente la même complexité que celui obtenu avec 
la même lignée en présence de ménadione. La Figure 38 illustre les données obtenues avec 
l’adrénochrome après le traitement des spectres. Une augmentation significative (145%) a été 
observée entre les SH-SY5Y-NT et les SH-SY5Y-QR2. Cette augmentation disparait après ajout 








Figure 37. Spectres RPE obtenus en présence de DMPO (50 mM) avec (1) SH-SY5Y-NT + adrénochrome (100 µM), 
BNAH (100 µM) ; (2) SH-SY5Y-NT + adrénochrome (100 µM), BNAH (100 µM), S29434 (20 µM) ; (3) SH-SY5Y-QR2 
+ adrénochrome (100 µM), BNAH (100 µM) ; (4) SH-SY5Y-QR2 + adrénochrome (100 µM), BNAH (100 µM), 





Figure 38. Comparaison de l’intensité des signaux RPE traduisant la production des radicaux libres calculée par 
double intégration des signaux RPE obtenus en présence d’adrénochrome (100 µM), avec ou sans BNAH (100 
µM) avec ou sans pré-incubation pendant 30 min avec S29434 (20 µM) pour les cellules SH-SY5Y. *P < 0,05, **P 
< 0,01, ***P < 0,001 
 
 
En conclusion, ces analyses semblent mettre en évidence l’effet délétère de QR2 par la 
métabolisation de neurotransmetteurs tel que l’adrénochrome dans des cellules 
dopaminergiques. Des études antérieures avaient déjà mis en évidence l’effet délétère du 
catéchol sur les cellules catécholaminergiques (cf. Chapitre 1 partie 3.2) mais QR2 n’a jamais 
été mise en cause. Afin de confirmer ces résultats, les mêmes études ont été menées sur des 









3. Neurones primaires 
Les neurones primaires utilisés sont des neurones extraits du cerveau d’embryon de souris 
E16 dans lesquels la protéine hQR2 n'était pas présente au départ. Les souris (C3H NT) ont été 
doublement génétiquement modifiées : une première fois pour ne pas exprimer hQR2 
(cellules C3H QR2─/─) et une seconde fois pour surexprimer hQR2 de manière contrôlée 
(cellules C3H QR2─/─-hQR2) (Mailliet et al., 2004). La transduction a été réalisée avec un 
lentivirus (rLV-EF1-hQR2) permettant d’induire l’expression de l’enzyme hQR2. L'expression 
de l’enzyme hQR2 dans chaque lignée a été contrôlée par une analyse en Western Blot et 
comparée aux cellules non transduites (C3H NT) (Figure 39). 
 
 
Figure 39. Expression de hQR2 dans les neurones primaires : sauvage (C3H), sans QR2(C3H QR2─/─) et transduite 
hQR2(hQR2-transduite) 
 
3.1. Analyse des spectres 
 
Les spectres correspondants sont présentés Figure 40. Comme dans le cas des cellules SH-
SY5Y, les spectres obtenus pour les cellules surexprimant QR2 sont très complexes. Etant 
donné le coût de production des échantillons il n’a pas été possible d’effectuer les contrôles 
pour déterminer la nature des radicaux produits. Cependant au vu de l’allure des courbes, il 






















Figure 40. Spectres RPE obtenus en présence de DMPO (50 mM) avec (1) C3HQR2-/--QR2 + Ménadione (100 µM), 
BNAH (100 µM) ; (2) C3HQR2-/--QR2 + Ménadione (100 µM), BNAH (100 µM), S29434 (20 µM) ; (3) C3HQR2-/--
QR2 + Adrénochrome (100 µM), BNAH (100 µM) ; (4) C3HQR2-/--QR2 + Adrénochrome (100 µM), BNAH (100 µM), 
S29434 (20 µM). Gamme d’intensité ± 25000. Gain : 2.105 
 
3.2. Analyse quantitative 
 
Les quantités de radicaux produites par métabolisation de la ménadione et de 
l’adrénochrome, déterminées par double intégration des signaux RPE sont présentées pour 




Figure 41. Production de ROS mesurée par RPE après l’incubation 5 ×106 neurones avec DMPO (50 mM), BNAH 
(100 μM), et ménadione ou adrénochrome (100 μM). Les neurones proviennent de cerveaux d'embryons de 
souris : sauvage (C3H NT), sans QR2 (C3H QR2─/─), avec hQR2(C3H QR2─/─-hQR2). Certains neurones ont été pré-
incubées pendant 30 minutes avec l'inhibiteur spécifique de QR2 S29434 (20 μM). Les résultats sont l'intensité 
moyenne du signal de la production de ROS, et les barres d'erreur indiquent l'erreur-type de la moyenne (MEB). 
Les valeurs ont été analysées par Test de Student (t) (non significative p > 0,05, * p < 0,05, ** p < 0,01). 
 
Comme dans le cas des cellules SH-SY5Y, l'expression de hQR2 dans les neurones transduits 
(CH3 QR2─/─-hQR2) entraine clairement une augmentation de la production de ROS en 
présence des deux quinones comparées aux cellules non transduites et celles issues du 
cerveau de souris KO de QR2. La pré-incubation avec l’inhibiteur S29434 diminue fortement 
la production de radicaux, pour retrouver un niveau similaire à celui des neurones C3H NT et 
C3H QR2─/─.  
Ces résultats sont très intéressants puisqu’il pourrait expliquer l’effet néfaste de QR2 sur 
l’acquisition de la mémoire comme décrit dans la littérature (Benoit et al., 2010 ; Rappaport 
et al., 2015) sachant que les déficiences de la mémoire sont liées à la mort des neurones 
(Nobili et al., 2017). En effet, les radicaux superoxydes formés par la métabolisation des 
catéchol-quinones par QR2 peuvent être facilement convertis en radicaux hautement 
délétères comme le peroxynitrite après réaction avec •NO (Hall et al., 2004 ; Singh et al., 
2007). De la même manière, le peroxyde d’hydrogène, formé par la dismutation du 
superoxyde, peut réagir avec le fer pour former le radical hydroxyle •OH. Le rôle principal du 
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fer en participant à la génération de •OH a été décrit pour la maladie de Parkinson (Cole, 2003 ; 
Kaur et al., 2003 ; Youdim et al., 2002, 2004). Cependant, l'implication possible de QR2 en 












L’ensemble des résultats présentés dans ce chapitre ont clairement mis en évidence, pour 
certains types de cellules, l’effet toxique de la quinone-réductase 2 dans la métabolisation des 
quinones, que ce soit une para-quinone avec la ménadione ou une ortho-quinone avec 
l’adrénochrome, forme oxydée de l’adrénaline. 
En effet, pour les trois types de cellules considérées, les cellules K562 qui surexpriment 
naturellement QR2, les neuroblastomes (SH-SY5Y) ou les neurones primaires modifiés pour 
surexprimer QR2, une forte augmentation de la production du radical primaire, le superoxyde, 
imputable à QR2, a été constatée. Même si ces résultats sont en contradiction avec l’idée 
reçue que les quinones réductases sont des enzymes de détoxification vis-à-vis des quinones, 
ils vont dans le sens de diverses études (Benoit et al., 2010 ; Chomarat et al., 2007) ayant mis 
en évidence le rôle de QR2 dans la toxicité de la ménadione. 
Compte tenu des différentes études établissant un lien entre QR2 et la perte ou l’acquisition 
de certains types de mémoire ainsi que des taux élevés de QR2 ayant été retrouvés dans 
l’hippocampe de patients atteints de la maladie d’Alzheimer, la question se pose d’un lien 
possible entre neurodégénérescence et QR2. En effet le radical superoxyde n’est que le point 
de départ d’une cascade oxydante pouvant conduire à la production de radicaux hautement 
délétères (peroxynitrite, hydroxyle) pouvant induire in fine la mort des neurones. 
D’autre part, ces résultats ont également mis en évidence des différences de toxicité 
importantes d’un type cellulaire à l’autre puisque des études préliminaires menées sur des 
cellules CHO avaient montré, au contraire, le caractère détoxifiant de QR2 vis-à-vis de la 
ménadione. Ainsi, nous pensons que ces différences pourraient provenir du fait que pour que 
QR2 soit effectivement détoxifiante, il faut qu’elle soit associée à une enzyme de conjugaison 
qui permettrait de bloquer la forme réduite et empêcher celle-ci de se réoxyder. L’étude de 
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Chapitre 4 ─ Coopération de QR2 avec une enzyme de conjugaison 
pour la détoxification de la ménadione 
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Le chapitre précédent a démontré que la métabolisation de certaines quinones (ortho ou 
para) par la quinone-réductase 2 était responsable d’une production importante de radicaux 
libres due à l’instabilité de la forme réduite de la quinone. Cette forte production de radicaux 
libres induite par l’activité de QR2 en présence de catéchol-quinones pourrait être l’un des 
facteurs de stress oxydant impliqué dans les maladies neurodégénératives conduisant à la 
dégénérescence neuronale (cf. Chapitre 1).  
 
Les analyses menées sur différents types de cellules ont mis en évidence que la toxicité des 
quinones dépendait de la nature de la quinone mais également de la nature de la cellule. Ainsi 
dans le cas des cellules CHO, deux caractères contradictoires de QR2 ont été mis en évidence. 
Alors que la présence de QR2 diminue la toxicité de la ménadione, elle aggrave au contraire la 
toxicité de l’adrénochrome (Cassagnes et al., 2015). Les travaux réalisés avec les cellules K562, 
qui expriment naturellement QR2, ou avec des cellules neuronales (SH-SY5Y ou neurones 
primaires) modifiées pour surexprimer QR2 ont montré que, pour ces cellules, la présence de 
QR2 était responsable d’une toxicité accrue pour ces deux types de quinones (ortho ou para). 
L’hypothèse proposée est qu’une coopération avec une enzyme de conjugaison pouvant 
réagir avec la forme réduite instable et empêcher sa réoxydation soit nécessaire pour 
effectivement détoxifier les quinones, comme l’a proposé Nishiyama pour QR1 (Nishiyama et 
al., 2010). Ainsi dans ce cas, le caractère détoxifiant de QR2 vis-à-vis de ces quinones 
dépendrait de la présence ou non d’enzymes de conjugaison dans la cellule (Figure 42).  
 
Afin de vérifier cette hypothèse, des lignées spécifiques de neuroblastomes surexprimant, en 
plus de la QR2, une enzyme de conjugaison, a été produite afin d’étudier l’effet de la présence 
de cette enzyme vis-à-vis de la toxicité de la ménadione. Différentes techniques d’analyse du 
stress oxydant intracellulaire ont été mises en œuvre telles que l’analyse LC-MS ou l’analyse 
« LUCS ». Des études ont également été réalisées pour détecter la présence de la forme 
glucuronidée de la quinone réduite. Les techniques utilisées ainsi que les résultats obtenus 




















1. Choix de la nouvelle lignée cellulaire : SH-SY5Y-QR2-UGT1A6 
Ce chapitre est centré sur la ménadione. Les principales réactions de conjugaison mettant en 
jeu les hydroquinones sont les réactions de sulfatation, de glucuronidation et de méthylation 
catalysées respectivement par les sulfotransférases (SULT), les UDP-glucuronosyltransférases 
(UGT) et les catéchol-O-méthyltransférases (Taskinen et al., 2003). Des expériences menées 
sur des modèles animaux (rat et lapin) traités avec de la ménadione ont mis en évidence la 
présence du ménadiol-glucuronide dans la bile et l’urine (Losito et al., 1967 ; Richert, 1951 ; 
Thompson et al., 1972). Dans l’état actuel des connaissances, la famille des UGTs humaines 
comprend 16 isoformes sans compter les allozymes d’UGT. D’après les travaux de Nishiyama 
(Nishiyama et al., 2008), seuls deux enzyme UGT, les UGT1A6 et UGT1A10, sont capables de 
réagir avec la forme réduite de la ménadione. L’UGT1A6 étant dix fois plus efficace que 
l’UGT1A10 dans la réaction de conjugaison, nous avons choisi de produire une lignée de 
neuroblastomes surexprimant UGT1A6 et QR2. Cette lignée est appelée SH-SY5Y-QR2-
UGT1A6.  
Les différentes expériences menées sur cette lignée ont été réalisées en présence d’uridine 
diphosphate acide glucuronique (UDPGA), le cosubstrat d’UGT, cette molécule n’étant pas 
exprimée de façon naturelle dans ces cellules. Les expériences ont été réalisées à une 
concentration élevée en UDPGA (2 mM) pour assurer sa disponibilité vis-à-vis de l’enzyme de 






























2. Effet de la présence d’une enzyme de conjugaison sur la 
production de ROS mesurée par RPE 
2.1. Analyse sur cellules, SH-SY5Y 
Les analyses ont été réalisées en présence de ménadione. Les cellules ont été incubées 2 min 
en présence de BNAH (100 µM), d’UDPGA (2 mM) et de ménadione (100 µM). Les spectres 
obtenus pour les trois lignées cellulaires, la lignée sauvage ou ‘‘wild-type’’ (SH-SY5Y-WT), la 
lignée surexprimant QR2 (SH-SY5Y-QR2), et la lignée surexprimant à la fois QR2 et UGT1A6 
(SH-SY5Y-QR2-UGT1A6) sont présentés Figure 43. Comme précédemment les spectres 
obtenus pour les cellules exprimant QR2 sont très complexes. Les intensités correspondantes, 
mesurées par double intégration des spectres, sont présentées Figure 44 pour les trois lignées. 
Les analyses ont également été réalisées en l’absence du cosubstrat BNAH ou après 30 min de 
pré-incubation des cellules en présence de l’inhibiteur S29434. 
   
SH-SY5Y-WT SH-SY5Y-QR2 SH-SY5Y-QR2-UGT1A6 
Figure 43. Spectres RPE obtenus en présence de DMPO (50 mM), ménadione (100 µM), BNAH (100 µM) avec 
des cellules de lignée (1) SH-SY5Y-WT, (2) SH-SY5Y-QR2, (3) SH-SY5Y-QR2-UGT1A6. Gamme d’intensité ± 25000. 
Gain : 2.105   
 
Pour les lignées SH-SY5Y-WT et SH-SY5Y-QR2 des résultats similaires ont été obtenus par 
rapport à ceux présentés dans le Chapitre II. On observe bien une augmentation de la 
production de radicaux en présence de QR2. Cette augmentation disparait si les cellules sont 
pré-incubées avec l’inhibiteur ou en l’absence de cosubstrat.  
Pour la lignée SH-SY5Y qui co-exprime les enzymes QR2 et UGT1A6, on remarque que 
l’expression de l’enzyme de conjugaison n’a aucun effet sur la production des radicaux. On 
observe même une diminution de la production de ROS en présence d’inhibiteur. Ainsi la 
technique RPE, dans ces conditions de mesures, n’a pas permis de discriminer les deux lignées 
et de démontrer l’intérêt ou non de la présence de l’enzyme de conjugaison vis-à-vis de la 
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toxicité de la ménadione. Ceci pourrait provenir d’un défaut de l’activité enzymatique 
d’UGT1A6. En effet pour que l’enzyme puisse réaliser la glucuronidation du ménadiol il est 
nécessaire d’ajouter l’UDPGA. Même si nous avons travaillé à des concentrations très élevées 
il est possible que l’UDPGA ne pénètre que faiblement dans la cellule et donc ne puisse pas 
servir de cosubstrat à UGT. D’autre part, il est important de rappeler que la RPE permet la 
détection extracellulaire des radicaux. En effet, même si le DMPO est capable de rentrer dans 
la cellule et de piéger un radical, l’adduit radicalaire est très souvent détruit dans la cellule 
(Samuni et al., 1986). 
Ainsi, afin de pallier ces éventuelles limites, nous avons décidé de réaliser les mêmes 
expériences sur des homogénats cellulaires afin de maximiser l’interaction des différents 
réactifs avec les enzymes. 
 
  
Figure 44. Comparaison de l’intensité des signaux RPE traduisant la production des radicaux libres déterminée 
par double intégration des signaux RPE obtenus avec les lignées cellulaires SH-SY5Y-WT, SH-SY5Y-QR2, SH-
SY5Y+QR2-UGT1A6 après 2 minutes d’incubation avec la ménadione (100 µM), BNAH (100 µM), UDPGA (2 mM), 







2.2. Essais sur homogénat cellulaire  
L’homogénat cellulaire est préparé à partir de 5 millions de neuroblastomes en utilisant un 
homogénéisateur (Dounce Kimble tissue grinder). Les lysats sont récupérés et centrifugés à 
20000 × g pendant 30 min, à 4 °C. Les homogénats sont ensuite incubés 2 minutes en présence 
de BNAH (100 µM), de UDPGA (2 mM) et de ménadione (100 µM). Les spectres RPE obtenus 
dans ces conditions expérimentales pour chacune des lignées sont présentés sur la Figure 45. 
Par comparaison avec les spectres obtenus sur cellules entières, on observe très clairement 
une forte augmentation de l’intensité des spectres pour les lignées SH-SY5Y-QR2 et SH-SY5Y-
QR2-UGT1A6 alors que pour la lignée sauvage, le signal est très faible. En présence de QR2 
(Figure 45.2 et 45.3), on observe une augmentation du quadruplet correspondant au 
superoxyde alors que le sextuplet n’augmente pas. Ces résultats semblent montrer que le fait 
de travailler sur homogénat cellulaire a bien facilité l’interaction de la ménadione avec 
l’enzyme cytosolique QR2 et son cosubstrat. La production de ROS déduite de l’intégration 
des spectres en présence ou non de cosubstrat et d’inhibiteur est présentée (Figure 46). On 
note une augmentation 40 fois plus importante de la production de ROS en présence de QR2. 
Cette production diminue drastiquement (85 %) lorsque QR2 a été préalablement inhibée. 
 
   
SH-SY5Y-WT SH-SY5Y-QR2 SH-SY5Y-QR2-UGT1A6 
Figure 45. Spectres RPE obtenus en présence de DMPO (50 mM), ménadione (100 µM), BNAH (100 µM) avec 
des homogénats de lignée 1) SH-SY5Y-WT, 2) SH-SY5Y-QR2, 3) SH-SY5Y-QR2-UGT1A6. Gamme d’intensité ± 
50000. Gain : 2.105   
 
Cependant aucune différence significative n’a été enregistrée entre les lignées SH-SY5Y-QR2 
et SHSY-QR2-UGT1A6. Les quantités de radicaux produits sont les mêmes et l’inhibiteur a un 
effet comparable dans les deux cas. Il est possible que ce résultat soit dû au fait que le temps 
d’incubation des cellules avec la ménadione, seulement de deux minutes, soit trop court pour 





Figure 46. Comparaison de l’intensité des signaux RPE traduisant la production des radicaux libres calculée par 
double intégration des signaux RPE obtenus avec l’homogénat des lignées cellulaires SH-SY5Y-WT, SH-SY5Y-QR2, 
SH-SY5Y+QR2-UGT1A6 après 2 minutes d’incubation avec la ménadione (100 µM), BNAH (100 µM), UDPGA (2 
mM), DMPO (50 mM) avec ou sans pré-incubation avec S29434 (20 µM). 
 
A ce stade de nos études, nous avons décidé de nous orienter vers une technique spécifique 
permettant de quantifier la production du radical superoxyde intracellulaire puisque c’est le 
principal radical produit. Cette technique est basée sur l’utilisation de la chromatographie 




3. Effet de la présence d’une enzyme de conjugaison sur la 
production de superoxyde mesurée par LC-MS  
3.1. Principe de la méthode  
La méthode est basée sur l’utilisation d’hydroéthidine (cf. Chapitre I). L’hydroéthidine (DHE) 
réagit avec le superoxyde pour former un composé spécifique, le 2-hydroxyéthidium (2-OH-
E+), qui peut être détecté par LC-MS (m/z = 330). Cette méthode permet, par l’intermédiaire 
d’une droite d’étalonnage réalisée à partir de 2-OH-E+ synthétisé au laboratoire, d’accéder à 
la concentration intracellulaire en ions superoxyde. La droite d’étalonnage obtenue pour une 
gamme 1-1000 nM en 2-OH-E+ est présentée sur la Figure 47. 
  
Figure 47. Droite d’étalonnage obtenue à partir du standard de 2-OH-E+ (10 ─ 1000 nM) 
 
3.2. Résultats des analyses LC-MS 
Les trois lignées SH-SY5Y ont été incubées 30 min en présence de BNAH (25 µM), d’UDPGA (2 
mM), d’hydroéthidine (10 µM) et de ménadione (25 µM). Comme le temps d’incubation est 
plus long que pour les analyses RPE, la concentration de la ménadione a été diminuée de 100 
µM à 25 µM afin d’éviter la mort des cellules. Les cellules sont ensuite lysées à l’aide d’une 
solution de Triton X-100 (1%), puis centrifugées et le surnageant est analysé par LC-MS. Le 
signal chromatographique correspondant au rapport m/z (masse sur charge) du 2-






















hydroxyéthidium (m/z = 330) est alors intégré afin de déterminer la concentration 
intracellulaire en ions superoxyde par comparaison avec la droite d’étalonnage (Figure 48). 
Les résultats obtenus pour les trois lignées en concentration intracellulaire en ions superoxyde 
sont présentés sur la Figure 49. 
 
 
Figure 48. Chromatogramme obtenu par l’incubation des cellules avec DHE. Le signal détecté à m/z = 330 
correspond à 2-OH-E+ formé après la réaction de DHE avec le radical superoxyde.   
 
Figure 49. Comparaison de la production du radical superoxyde intracellulaire sur les lignées a. SH-SY5Y-WT, b. 
SH-SY5-QR2, c. SH-SY5Y-QR2-UGT après 30 min d’incubation avec la (M)énadione (25 µM), (B)NAH (25 µM), 
(U)DPGA (2 mM) avec ou sans pré-incubation avec (S)29434 (20 µM). 
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Dans le cas des cellules sauvages (SH-SY5Y-WT), l’ajout de la ménadione induit une 
augmentation de la concentration en superoxyde comparée au contrôle réalisé avec du 
DMSO. L’ajout de l’inhibiteur ou l’absence de cosubstrat n’induit aucune variation significative 
(Figure 49a). Ces résultats confirment que, dans ce cas, la production de radicaux superoxyde 
est indépendante de QR2 et provient des réductions à 1 électron se produisant dans la cellule. 
Ces résultats semblent cohérents avec ce qui était attendu, les SH-SY5Y-WT n’exprimant QR2 
qu’en très faibles quantités (d’après Cell atlas) (The Human Protein Atlas, 2019b).  
Au contraire dans le cas des cellules SH-SY5Y-QR2 (Figure 49b), on observe une forte 
augmentation de la concentration intracellulaire en ions superoxyde en présence de 
ménadione. La concentration diminue quasiment de moitié par ajout de l’inhibiteur ou en 
l’absence du cosubstrat pour atteindre des niveaux similaires à ce qui a été observé pour les 
cellules sauvages confirmant le rôle toxifiant de QR2 pour ces cellules. Ce résultat est 
également cohérent car lorsque l’enzyme QR2 est inhibée, ce sont les enzymes à 1 électron 
qui prennent le relais. 
Dans le cas des cellules SH-SY5Y-QR2-UGT (Figure 49c) c’est-à-dire les cellules surexprimant à 
la fois QR2 et l’enzyme de conjugaison UGT, en l’absence du cosubstrat de l’enzyme de 
conjugaison (pas d’UDPGA) on retrouve le même comportement que pour la lignée SH-SY5Y-
QR2 à savoir une augmentation de la concentration en ions superoxyde en présence de 
ménadione, concentration qui diminue lorsque l’enzyme est inhibée. En présence d’UDPGA, 
c’est-à-dire lorsque l’enzyme de conjugaison fonctionne, on observe une augmentation moins 
élevée de la concentration en radicaux qui semble confirmer le rôle bénéfique de la présence 
de l’enzyme de conjugaison. Comme attendu, l’ajout de l’inhibiteur de QR2, dans ces 
conditions, entraine une ré-augmentation des radicaux produits pour atteindre une 
concentration similaire aux cas des cellules SH-SY5Y-QR2. 
Ainsi ces expériences permettant le dosage intracellulaire du superoxyde semblent démontrer 
le rôle bénéfique de la coopération entre QR2 et une enzyme de conjugaison dans le cas de la 
ménadione. En effet, cette coopération permet de bloquer le ménadiol instable et ainsi 
d’éviter sa réoxydation et l’établissement d’un cycle futile délétère pour la cellule.  
Afin de confirmer ces résultats, des études LC-MS ont été mises en œuvre dans le but de 
détecter la forme glucuronidée du ménadiol dans les cellules.  
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4. Détection du métabolite glucuronidé 
4.1. Principe 
Théoriquement, lorsque la ménadione est réduite en ménadiol, l’enzyme de conjugaison, dans 
ce cas l’UGT1A6, prend en charge la forme réduite en fixant un groupement glucuronide via 
une liaison éther pour former le ménadiol-o-glucuronide, identifiable par LC-MS grâce à sa 













Masse exacte : 172.0524
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Figure 50. Structure chimique de la ménadione et du ménadiol-glucuronide 
 
4.2. Résultats 
Les manipulations ont, dans un premier temps, été réalisées sur homogénats cellulaires de 
SH-SY5Y-QR2-UGT1A6 après 3 h d’incubation à 37 °C avec la ménadione (25 µM), le BNAH (25 
µM) et l’UDPGA (2 mM). Aucun pic correspondant au ménadiol-glucuronide n’a été détecté 
dans ces conditions, sans doute en raison d’une trop faible quantité de forme glucuronidée 
produite.  
Ainsi de nouveaux essais ont été réalisés en augmentant à la fois la concentration en 
ménadione (100 µM) mais également en BNAH (4 mM). En effet, la ménadione étant 
continuellement recyclée, il est nécessaire que QR2 dispose de suffisamment de cosubstrat 
pour pouvoir produire de grandes quantités de ménadiol et ainsi, après conjugaison par l’UGT, 
maximiser la concentration en forme glucuronidée.  
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Ces conditions expérimentales ont permis la détection de la forme glucuronidée. Les 
chromatogrammes et les spectres de masse correspondant à la ménadione (m/z = 172), 
toujours présente dans le milieu, et au ménadiol-glucuronide (m/z = 349) sont présentés 
Figure 51. Dans chacun des cas, le chromatogramme fait apparaitre un seul pic aux temps de 
rétention tR = 2,60 min pour la ménadione et tR = 2,22 min, pour le ménadiol-glucuronide. La 
valeur m/z = 349 pour la forme conjuguée correspond au ménadiol (m/z = 174) auquel s’ajoute 
la valeur du glucuronide [(m/z = 176) ─ 1 (mode d’ionisation négatif)] qui correspond à la 
formule brute de C17H17O8. Comme le montre la Figure 54, en l’absence de ménadione, le pic 
correspondant au ménadiol-glucuronide n’apparaît plus.  
 
Afin de confirmer ce résultat des analyses tandem LC-MS/MS ont été mises en œuvre. La 
fragmentation des ions correspondant à m/z = 349 (Figure 53a) a permis d’obtenir les 
fragments  caractéristiques du glucuronide à m/z = 175 et m/z = 113 (Figure 53b) 
conformément à ce qui est décrit dans la littérature (Figure 52) (Levsen et al., 2005). 
 
Figure 51. a) Chromatogrammes avec extraction des masses d’intérêt et b) spectre LC-MS obtenus pour un 
homogénat de cellules SH-SY5Y-QR2-UGT après 3 h d’incubation avec la ménadione (100 µM), le BNAH (4 mM) 






Figure 52. Voie de fragmentation caractéristique du glucuronide d’après Levsen et al. (Levsen et al., 2005) 
 
 
Figure 53. a) Chromatogramme obtenu d’un homogénat de cellules SH-SY5Y-QR2-UGT après incubation 3 h 
avec la ménadione (100 µM), BNAH (4 mM), UDPGA (2 mM). b) fragmentation des ions m/z = 349 obtenu à tR = 
2,23 par MS/MS haute résolution. 
 
Un certain nombre de contrôles ont été réalisés afin de confirmer le rôle de chacune des 
enzymes dans la formation du ménadiol-glucuronide.  
En l’absence des deux cosubstrats indispensables au fonctionnement des enzymes, l’UDPGA 
et le BNAH (Figures 55 et 56 respectivement), la forme glucuronidée n’est plus détectée. 
Cependant, on constate une différence notable concernant le pic de la ménadione. En effet 
sans BNAH, le pic de la ménadione disparait du fait de sa métabolisation par les réductases à 
1 électron. La forme semiquinonique résultante n’a pas non plus été détectée soit à cause de 
l’instabilité de cette forme, soit parce que cette forme n’est pas ionisée par le spectromètre 
de masse dans les conditions expérimentales utilisées. 
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En revanche, en l’absence d’UDPGA, le pic de la ménadione apparaît sur le spectre. Ceci 
provient du fait que la ménadione se reforme continuellement par ré-oxydation de la forme 
réduite qui n’est plus prise en charge par l’enzyme de conjugaison. 
 
Compte tenu de la présence, même en très faible quantité de QR1 dans les cellules SH-SY5Y, 
nous avons testé l’effet d’un inhibiteur spécifique de QR1, le dicoumarol, sur la détection de 
la forme glucuronidée. Comme le montre la Figure 57 aucun effet significatif n’a été observé 
avec le dicoumarol confirmant que la forme glucuronidée provient majoritairement de QR2.  
 
 
Figure 54. Contrôle négatif 1 : sans ménadione a) chromatogrammes avec extraction des masses d’intérêt et b) 
spectre LC-MS obtenu d’un homogénat de cellules SH-SY5Y-QR2-UGT après incubation 3 h avec BNAH (4 mM), 
UDPGA (2 mM). 
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Figure 55. Contrôle négatif 2 : sans UDPGA a) Chromatogrammes avec extraction des masses d’intérêt et b) 
spectre LC-MS obtenu d’un homogénat de cellules SH-SY5Y-QR2-UGT après incubation 3 h avec la ménadione 




Figure 56. Contrôle négatif 3 : sans BNAH a) chromatogrammes avec extraction des masses d’intérêt et b) spectre 
LC-MS obtenu d’un homogénat de cellules SH-SY5Y-QR2-UGT après incubation 3 h avec la ménadione (100 µM), 
UDPGA (2 mM). 
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Figure 57. a) Chromatogrammes avec extraction des masses d’intérêt et b) spectre LC-MS obtenu d’un 
homogénat de cellules SH-SY5Y-QR2-UGT après incubation 3 h avec la ménadione (100 µM), dicoumarole (20 
µM), BNAH (4 mM), UDPGA (2 mM). 
 
Les mêmes essais ont été réalisés en présence de duroquinone, une para-quinone substrat 
des quinone-réductases (Audi et al., 2003) devant théoriquement être prise en charge par 
UGT1A6. Les résultats correspondants sont présentés sur la Figure 58. Le spectre fait très 
clairement apparaitre le pic de la forme glucuronidée de la durohydroquinone, produit issu de 
la réduction à 2 électrons de la duroquinone. 
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Figure 58. a) Chromatogramme et b) spectre LC-MS obtenus à partir d’homogénat de cellules SH-SY5Y-QR2-UGT 


















5. Effet sur l’homéostasie redox cellulaire 
Jusqu’à présent la toxicité cellulaire des quinones et l’effet bénéfique de la co-expression 
d‘une enzyme de conjugaison a été décrite en terme de variation de la production de ROS et 
plus particulièrement de superoxyde. Afin d’appréhender la problématique d’une manière 
plus globale nous avons choisi d’étudier la toxicité de la quinone sur la cellule en mesurant 
des modifications de l’homéostasie redox cellulaire. 
5.1. Principe du test 
Le test que nous avons utilisé s’inspire de la technologie « LUCS » (Light-Up Cell System) 
développée par la Société AOP (AntiOxydant Power) avec qui notre équipe collabore depuis 
plusieurs années (Derick et al., 2017). Cette technologie est basée sur l’utilisation du thiazole 
orange (TO), un intercalant de l’ADN, associé à un système d’illumination de la cellule 
produisant des flashs de lumière. Alors que le niveau de fluorescence du TO est faible dans les 
cellules saines, l'induction lumineuse déclenche la génération intracellulaire d'espèces 
oxydantes qui perturbent l'homéostasie redox cellulaire. Cette perturbation entraine une 
augmentation de la perméabilité membranaire permettant une entrée massive du TO et par 
conséquent une augmentation de la fluorescence comme l’illustre la Figure 59. 
 
 




Il est alors possible, dans ces conditions, de déterminer la capacité de molécules à protéger la 
cellule du stress oxydant induit en étudiant les variations de fluorescence du TO. 
 
Dans notre protocole, l’illumination est remplacée par l’ajout d’une quinone. L’ajout de la 
quinone produit, du fait de sa métabolisation intracellulaire, une grande quantité de radicaux 
libres qui vont induire, comme dans le cas de l’illumination, une entrée massive de TO et donc 
une augmentation de la fluorescence. Ainsi, en mesurant des variations de fluorescence, il est 
possible d’évaluer l’effet de la présence de QR2 et d’enzymes de conjugaison sur le stress 
oxydant généré et donc sur la toxicité de la quinone. 
 
Les cellules sont dans un premier temps incubées 1 h en présence du TO (2 µM). La ménadione 
est ensuite ajoutée dans le milieu de culture et l’intensité de fluorescence immédiatement 
mesurée en fonction du temps (4 h). La courbe obtenue est de forme sigmoïde, forme  
similaire à ce qui est obtenu avec les flashs de lumière (Derick et al., 2017). Ainsi en comparant 
l’allure des courbes enregistrées pour différentes lignées cellulaires dans différentes 
conditions, on peut conclure quant à l’effet bénéfique ou aggravant de la présence de telle ou 
telle enzyme d’intérêt. 
Comme l’illustre le schéma ci-dessous, si la fluorescence enregistrée est plus importante 
(courbe rouge), cela signifie que la toxicité augmente, au contraire si la fluorescence est moins 
importante (courbe verte), on conclura à une diminution de la toxicité de la quinone (Figure 
60). 
 
Figure 60. Courbe sigmoïde représentant la fluorescence de thiazole orange au cours du temps 
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5.2. Effet de l’expression de QR2  
 
Les expériences ont été réalisées avec des cellules SH-SY5Y-QR2 en présence de BNAH (50 
µM), ± S29434 (20 µm) avec les différentes concentrations en ménadione (6 ─ 50 µM). Les 
courbes correspondantes sont présentées sur la Figure 61 (courbes jaunes). Ces courbes 
mettent clairement en évidence un effet-dose pour la ménadione puisque l’augmentation de 
la fluorescence et donc l’entrée du TO est d’autant plus retardée que la concentration en 
ménadione diminue. La fluorescence est en effet maximale après 2 h d’incubation pour une 
concentration de 50 µM, après 3 h à 25 µM et 4 h à 12 µM. A 6 µM, le maximum d’intensité 
est atteint au-delà des 4 h de mesure. 
 
Afin de confirmer le rôle de QR2 sur la toxicité accrue de la ménadione, les mêmes expériences 
ont été réalisées après incubation des cellules (30 min) en présence de l’inhibiteur spécifique 
S29434 (courbes rouges).  
Les courbes mettent clairement en évidence une diminution de l’intensité maximale de la 
fluorescence et donc une diminution du stress oxydant généré dans la cellule lorsque l’enzyme 
est inhibée c’est-à-dire lorsque la métabolisation de la ménadione se fait par les réductases à 
1 électron. Ainsi la toxicité de la ménadione augmente lorsque QR2 est active. Ces résultats 
sont en parfaite adéquation avec les résultats précédents obtenus par RPE ou LC-MS pour la 
détection du superoxyde : la métabolisation de la ménadione par QR2 va générer de grandes 
quantités de ménadiol et donc un stress oxydant accru du fait de l’auto-oxydation de la forme 
réduite.  
 
Dans le cas particulier d’une concentration en ménadione de 12 µM on observe néanmoins 
pendant un certain laps de temps (1 ─ 3 h) une toxicité plus importante lorsque QR2 est 
inhibée. Cependant au-delà de 3 h on observe bien une nette inflexion de la courbe 





Figure 61. Variation de la fluorescence du TO mesurée sur le SH-SY5Y-QR2 avec S29434 (20 µM) (courbe rouge) 
ou sans S29434 (courbe jaune) en présence de BNAH (50 µM), ménadione (50, 25, 12 et 6 µM) λex/em : 505/535 
nm. 
5.3. Effet de la co-expression de QR2 et UGT1A6 
Les mêmes analyses ont été réalisées avec la lignée SHSY5Y-QR2-UGT1A6 en présence de 
UDPGA (cosubstrat d’UGT). Les lignées SH-SY5Y-QR2-UGT1A6 et SH-SY5Y-QR2 étant très 
différentes l’une par rapport à l’autre du fait des modifications génétiques, il est très difficile 
de comparer les intensités des courbes obtenues pour chacune des lignées. Cependant en 
jouant sur l’activité de QR2, qui peut être modulée par ajout de l’inhibiteur, nous avons pu 
tirer un certain nombre de conclusions.  
Les résultats obtenus avec la lignée SHSY5Y-QR2-UGT1A6 sont présentés Figure 62 (courbes 
vertes). Les mêmes analyses ont été réalisées après incubation des cellules en présence de 
S29434 (courbes violettes). Dans les deux cas, on observe, comme pour les cellules SHSY5Y-
QR2, un effet dose puisque la fluorescence augmente moins rapidement lorsque la 
concentration en ménadione diminue. La comparaison des deux courbes obtenues avec ou 
sans inhibiteur montre que, quelle que soit la concentration en ménadione, l’intensité de 
fluorescence augmente plus rapidement lorsque QR2 est inhibée pour atteindre des niveaux 
de fluorescence supérieurs. On constate néanmoins que l‘effet est d’autant plus important 
quand la concentration en ménadione est faible. Ceci pourrait provenir du fait que pour des 
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concentrations trop importantes seule une petite partie de la ménadione pourrait être prise 
en charge par QR2 et donc l’effet bénéfique de l’association QR2-UGT serait moindre. 
 
Ainsi, alors que la présence de QR2 seule augmente la toxicité de la ménadione, l’association 
de QR2 avec UGT1A6 au contraire diminue sa toxicité.  
 
 
Figure 62. Variation de la fluorescence du TO mesurée sur le SH-SY5Y-QR2-UGT1A6 avec S29434 (20 µM) (courbe 
violette) ou sans S29434 (courbe verte) en présence de BNAH (50 µM), UDPGA (2 mM), ménadione (50, 25, 12 
et 6 µM), λex/em : 505/535 nm. 
 
Les manipulations avec le thiazole orange montrent un plateau toxique que l’on ne sait pas 
expliquer. Nous avons donc étudier la survie des cellules après 4 h d’incubation avec la 
ménadione pour vérifier si les cellules sont encore vivantes ou non lorsque la fluorescence 







5.4. Viabilité des cellules 
Les courbes obtenues précédemment pour les lignées SHSY5Y-QR2-UGT1A6 font clairement 
apparaitre qu’au bout d’un certain temps d’incubation, les niveaux de fluorescence obtenus, 
en présence ou non de l’inhibiteur, sont les mêmes, comme si la toxicité n’était que retardée. 
Ce temps est d’autant plus court que la concentration en ménadione est élevée. Ainsi, afin de 
mieux comprendre ce qui se passe nous avons évalué la viabilité des cellules pour les 
différentes lignées après 4 h d’incubation. La viabilité des cellules a été évaluée avec le test 
MTT utilisant un sel de tétrazolium (bromure de 3-(4,5-dimethylthiazol-2-yl)-2,5-diphenyl 
tétrazolium). Ce test permet de compter les cellules vivantes capables de réduire le sel de 
tétrazolium en formazan. Ce dernier précipite sous la forme de cristaux violets. Après 
solubilisation des cristaux par le DMSO, une mesure d’absorbance permet d’évaluer la viabilité 
des cellules.  
Les résultats obtenus pour chacune des conditions sont présentés sur la Figure 63. Ces 
résultats montrent clairement que, pour des concentrations comprises entre 50 et 12 µM, la 
toxicité de la ménadione après 4 h d’incubation est la même quelle que soit la lignée 
considérée. Si l’on compare les différentes lignées, les taux de survie sont similaires. A noter 
néanmoins une susceptibilité plus importante de la lignée doublement modifiée (SHSY5Y-
QR2-UGT1A6). 
 





En revanche, pour des concentrations plus faibles en ménadione, il semblerait que les 
tendances s’inversent. En effet, on observe très clairement que la survie des cellules 
surexprimant QR2 et UGT1A6 est très nettement augmentée par rapport aux autres lignées à 
6 et 3 µM. A 3 µM la survie augmente de 45 à 80%. Ce résultat est tout à fait cohérent avec 
l’hypothèse de l’effet bénéfique de la coopération d’effet entre QR2 et UGT. Il est logique que 
pour des concentrations trop importantes, la ménadione ne puisse pas être entièrement prise 
en charge par cette voie de détoxification. On note que c’est également le cas, dans une 
moindre mesure, pour la lignée surexprimant uniquement QR2 (augmentation de 55 à 70 %). 
Ce résultat est plus surprenant car l’ensemble des expériences précédentes ont au contraire 
démontré une toxicité accrue de la ménadione en présence de QR2. 
Ainsi, il est extrêmement difficile de tirer des conclusions de cet essai. En particulier, le facteur 
temps est à prendre en compte. En effet, toutes les expériences précédentes ont été menées 
pour des temps d’incubation courts, de quelques minutes à quelques dizaines de minutes au 
plus, ce qui ne laisse pas le temps à la cellule d’enclencher des modifications protéiques. Or 
des travaux récents ont démontré que l’exposition de cellules à de faibles concentrations en 
agents toxiques, pouvait après 3 ou 4 h d’incubation, induire l’expression d’enzymes 
antixoxydantes (He et al., 2017 ; López-Alarcón et Denicola, 2013). Pour cette raison nous 
avons décidé de vérifier l’expression d’enzymes antioxydantes majeurs pour les différentes 
lignées après 4 h d’incubation en présence d’une faible concentration en ménadione. 
 
5.5. Induction des enzymes antioxydantes 
Les analyses ont été réalisées par RT-qPCR, en collaboration avec des biologistes du 
laboratoire. Nous avons mesuré l’expression des gènes correspondant pour les enzymes 
d’intérêt après 4 h d’incubation en présence de ménadione. Quatre enzymes ont été 
évaluées : la superoxyde dismutase (SOD), le complexe Nrf2, la glutathion réductase (GlutR) 
et l’hème oxygénase (HO-1). Les mesures ont été réalisées pour les trois lignées (Figure 64). 
Les résultats présentés sur la Figure 64 démontrent bien une augmentation des défenses 
antioxydantes de la cellule en présence de QR2 suite au traitement des cellules par la 
ménadione par comparaison aux cellules ne surexprimant pas QR2 (SH-SY5Y-WT). Cet effet 
112 
 




Figure 64. Expression des gènes antioxydants dans les neuroblastomes après 4h d’incubation avec ou sans 
ménadione (5 µM) pendant 4 h. (WT = SHSY5Y-WT sans ménadione, QR2 = SHSY5Y-QR2 sans ménadione, QR2-
UGT = SHSY5Y-QR2-UGT1A6 sans ménadione, WT-ménad = SHSY5Y-WT avec ménadione, QR2-ménad = SHSY5Y-





















L’objectif de ce chapitre était d’étudier si la coopération entre QR2 et une enzyme de 
conjugaison pouvait diminuer la toxicité de la ménadione par comparaison à des cellules 
surexprimant uniquement QR2. Pour répondre à cette question une nouvelle lignée 
surexprimant à la fois QR2 et une enzyme de conjugaison spécifique des para-quinones, la 
UGT1A6 a été produite. 
 
Différentes techniques d’analyses du stress oxydant ont ensuite été mises en œuvre sur ces 
trois lignées afin de mettre en évidence des variations de la toxicité de la ménadione. Les 
analyses RPE menées sur des cellules entières ou sur homogénats cellulaires n’ont pas permis 
de mettre en évidence une diminution du stress oxydant par rapport aux cellules contrôle. 
Des analyses plus fines sur la production intracellulaire du superoxyde par LC-MS ont permis 
d’observer une diminution de la toxicité de la ménadione lorsque UGT et QR2 sont co-
exprimées. La présence de la forme glucuronidée de la ménadione a également été détectée 
sur la lignée SHSY5Y-QR2-UGT confirmant cette voie de détoxification de la ménadione. 
 
Finalement des analyses originales de mesure de l’homéostasie redox cellulaire basée sur 
l’utilisation du thiazole orange soutiennent également notre hypothèse. Ainsi la ménadione, 
en présence de quinone-réductase 2 seule induit une toxicité cellulaire alors que la 
coopération de la quinone-réductase 2 avec une enzyme de conjugaison, la UGT1A6, permet 













Les quinone-réductases sont des enzymes cytosoliques capables de réduire les quinones à 
deux électrons pour former des hydroquinones plus stables que les semi-quinones produites 
par l’intermédiaire d’enzymes à un électron. Cette propriété confère à ces quinone-réductases 
un rôle détoxifiant. Cependant, même si un grand nombre d’études ont été réalisées sur QR1 
le rôle de QR2 est très mal connu. 
Une étude préliminaire sur la spécificité de QR2 vis-à-vis de divers substrats a permis de 
mettre en évidence des différences majeures de spécificité entre QR1 et QR2 pour différentes 
quinones comme la duroquinone, la tétrachloro-o-benzoquinone, le bleu de méthylène, le 
dichlorophénol indolphénol et la 6-hydroxydopamine. Une part importante de ces différences 
peut être attribuée à la géométrie des sites catalytiques de QR1 et de QR2. Un large panel de 
molécules a été étudié dans ce travail montrant la capacité de la quinone-réductase 2 à 
réduire de nombreuses structures chimiques. Les informations obtenues mériteront d’être 
complétées. Les études menées sur différents types de cellules ont mis en évidence une 
toxicité accrue de certaines quinones telles que la ménadione lorsque QR2 est exprimée par 
la cellule. En outre, cette toxicité est très importante dans le cas de cellules neuronales en 
présence d’adrénochrome, forme oxydée l’adrénaline, neurotransmetteur. Ce dernier 
résultat a permis d’établir un lien possible entre QR2 et neurodégénérescence d’autant plus 
qu’un lien avait déjà été établi entre perte et acquisition de mémoire et QR2. Des taux élevés 
de QR2 ont été retrouvés dans l’hippocampe de patients atteints de la maladie d’Alzheimer. 
Les radicaux produits seraient le point de départ d’une cascade oxydante pouvant conduire à 
in fine à la mort des neurones. 
Les résultats obtenus dans ce travail ont également mis en évidence des différences de toxicité 
importantes d’un type cellulaire à l’autre alors que des études préliminaires menées sur des 
cellules CHO avaient montré, au contraire, le caractère détoxifiant de QR2 vis-à-vis de la 
ménadione. Ainsi, dans la dernière partie de ce travail, nous avons démontré, en utilisant des 
méthodes originales que la coopération entre QR2 et une enzyme de conjugaison peut 
effectivement diminuer la toxicité de la quinone. Ainsi l’expression d’enzymes de conjugaison 
spécifiques dans une cellule peut complètement inverser le rôle de QR2. 
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En conclusion, ce mémoire nous a permis de mieux comprendre le rôle de QR2 dans la toxicité 
des quinones au niveau de la cellule et notamment des cellules neuronales. L’étude menée 
sur l’association de QR2 avec un enzyme de conjugaison a été réalisée uniquement dans le cas 
de la ménadione et devait maintenant être étendue au cas de catéchol-quinones issus de 
neurotransmetteurs afin de se rapprocher de la problématique de la neurodégénérescence.   
 
D’autre part d’un point de vue analytique il serait pertinent d’étendre l’analyse à d’autres 
espèces réactives telles que le peroxyde d’hydrogène ou le peroxynitrite. Incontestablement 
les meilleurs résultats ayant été obtenus avec la LC-MS, nous souhaitons poursuivre dans cette 
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1.1. Origine des réactifs 
Les fournisseurs des réactifs et produits utilisés dans ce travail sont indiqués ci-dessous : 
Corning : Plaque 96 puits (ref : 3595), Flask 75 cm2 (ref : 3290), Trypsine (ref : 25-052-CV), 
Cryovial (ref : 430487) 
Dojindo (Kumamoto, Japon) : DMPO (ref : D048-10). 
IdRS (Croissy-sur-Seine, France): S29434 (N-[2-(2-methoxy-6H-dipyrido[2,3-a:3,2-e] pyrrolizin-
11-yl)ethyl]-2-furamide), lot L03EFS156A), hQR2 purifiée produite en Sf9 (lot 998-QR2-04p), 
hQR1 produite en E. coli. 
Sigma-Aldrich (Saint Quentin Fallavier, France) : ménadione (ref : M5625), adrénochrome (ref 
: (A5752), tampon phosphate (DPBS) (ref : D8662), dopamine HCl (ref : H8502), dicoumarol 
(ref : M1390), catalase (ref : C400), superoxyde dismutase (ref : S5389) , flavine adénine 
dinucléotide (FAD) (ref : F6625), hydrochlorure de trishydroxyméthylaminométhane (tris-HCl) 
(ref : T3253), β-octyl-D-glucopyranoside (ref : O8001), dihydroéthidium DHE (ref : 37291), 
NAD(P)H (ref : N1630) et NADH (ref : N8129), Amicon Ultra 0,5mL Centrifugal Filter (ref : 
Z740169-96EA), thiazole orange (ref : 390062), nitrosodisulfonate de potassium (ref : 220930), 
acide diéthylène triamine penta acétique (DTPA) (ref : D6518), bromure de tétrazolium (MTT) 
(ref : M2128), Triton X-100 (ref : T9284-100ML), phosphate de potassium monobasique (ref : 
P0662), phosphate de potassium dibasique (ref : 795496),  acide phosphorique (ref : 695017), 
acide chlorhydrique (Ref : 258148), UDPGA (ref : U6751), Bleu de Trypan (ref : T8154) 
TCI Chemicals (Zwijndrecht, Belgique) : 1-benzyl-1,4-dihydronicotinamide (BNAH) (ref : 
B1156). 
ThermoFisher Scientific (Illkirch, France) : diméthylsulfoxyde (DMSO) (ref : 10387791), FBS 
(ref : 11550356), DMEM/F12 (ref : 11554546), Acétate d’ammonium (ref : 11317490), 
Méthanol (ref : 10031094). Acétonitrile (ref : 10660131) 
Fluorimètre : Xenius® de SAFAS (Monaco) piloté par le logiciel SP2000 version 7.4.13.0.  
Spectrophotomètre : BioTek : Winooski, Vermont, États-Unis 





1.2. Souches cellulaires 
La lignée K562 a été cultivée par la Société Vectalys (Ramonville Saint-Agne, France) et fournie 
sous forme de suspensions cellulaires de 5 millions cellules chacune pour réaliser les 
expériences RPE. Les conditions de culture des cellules K562 requiert un milieu complet 
contenant le milieu RPMI, 10% de sérum de veau fœtal (SVF), 2 mM de L-glutamine et 0,5% 
de P/S (pénicilline/streptomycine). Les neurones primaires sont fournis sous forme de 
suspensions cellulaires de 5 millions cellules par la Société Vectalys. Les neurones primaires 
sont extraits du cortex des embryons de souris C3H et C3H QR2─/─ (Laboratoire Charles River, 
France). Les morceaux de cortex sont dissociés par la digestion papaïnique puis ensemencer 
dans le flacon contenant du milieu Neurobasal et 0,5 mM de L-glutamine sans SVF pendant 
trois jours. Ces cellules sont ensuite transduites par des lentivirus contenant le gène EF1-
hQR2. Trois jours après la transduction, les neurones primaires sont comptés, lavés et prêts 
pour les analyses RPE. Les lignées SH-SY5Y sont fournies par Vectalys (financement par 
l’Institut de Recherche Servier) et cultivées au sein du Laboratoire Pharmadev par le protocole 
décrit ci-dessous. Les différentes lignées utilisées sont résumées dans le Tableau 3. 
Tableau 3. Récapitulatif des différentes lignées cellulaires étudiées avec le taux d’expression de QR2, origine de 





Origine du tissu / 





















DMEM/Ham F12  
C3H NT Faible Cortex, souris C3H Neurobasal 
C3H QR2─/─ NT Absente Cortex,  souris C3H QR2─/─ Neurobasal 
C3H QR2─/─-QR2 Elevée Cortex,  souris C3H QR2─/─ Neurobasal 
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1.2.1. Procédé de culture des lignées SH-SY5Y 
1.2.1.1. Décongélation 
Les lignées SH-SY5Y-WT, SH-SY5Y-UGT, SH-SY5Y-QR2, SH-SY5Y-QR2-UGT sont fournies sous 
forme d’un échantillon de 1 mL contenant 1 million de cellules. Les échantillons sont conservés 
à - 80 °C. L’échantillon de chaque lignée SHSY5Y est décongelé et transféré dans 9 mL de milieu 
de culture complet (y compris 5% de SVF,2 mM de L-glutamine et 0,5% de p/s). La suspension 
est centrifugée pour éliminer le DMSO provenant du milieu de congélation. Le culot est re-
suspendu dans 5 mL de milieu complet et mis dans un flacon de culture de 25 cm² (T25). Les 
cellules sont placées dans l’incubateur à 37 °C avec 5% de CO2 pendant 4 jours puis remises 
en culture. Les cultures cellulaires ont été réalisées au laboratoire. 
 
1.2.1.2.  Passage de culture 
L’ancien milieu est enlevé. Le flacon contenant les cellules est lavé avec 10 mL de DPBS pour 
éliminer le résidu de SVF dans le milieu car il pourrait inhiber l’effet de la trypsine. Ensuite, le 
DPBS est enlevé et 4 mL de trypsine sont ajoutés pour décoller les cellules. Le décollage des 
cellules est vérifié grâce à un microscope inversé. Dès que 80% des cellules sont décollées, 6 
mL de milieu de culture sont ajoutés sur le tapis cellulaire pour récupérer les cellules. Puis la 
suspension est transférée vers un tube de 15 mL et centrifugée à 120 × g pendant 5 min à 
température ambiante. Le surnageant est éliminé et le culot cellulaire est re-suspendu dans 1 
mL de milieu. Les cellules sont comptées grâce à une cellule de Malassez. 5 millions de cellules 
sont ensuite transférées dans un nouveau flacon de 75 cm2 contenant  le milieu de culture (10 
mL). Le passage des lignées SH-SY5Y est réalisé tous les 4 jours. Après le 20e passage les cellules 
sont jetées. 
2. Méthodes expérimentales 
2.1. Expériences sur l’activité enzymatique des quinone réductases 
La mesure de l’activité enzymatique de QR2 est basée sur le suivi de la diminution de la 
concentration du cosubstrat BNAH en utilisant la spectrofluorimétrie. Cette méthode permet 
de suivre indirectement la réduction des substrats par QR2 et est décrite par Maillet et al. 
(Mailliet et al., 2005). Le tampon de réaction est du tampon tris β-octyle (Boutin et al., 2005). 
Ce tampon est préparé en diluant du TRIS-HCl et du β-octyle glucopyranoside dans l’eau 
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distillée pour avoir une concentration finale de 50 mM et 1 mM respectivement. Le pH du 
tampon est ensuite ajusté à 8,5 avec l’hydroxyde de sodium 1M. La gamme de BNAH est 
composée de 5 concentrations (0, 25, 50, 75, 100 µM) diluées dans la solution du tampon tris-
β-octyle contenant 500 nM de FAD.  
 
Les expériences sont réalisées dans une microplaque noire à fond transparent de 96 puits en 
ajoutant dans l’ordre : tampon, ± QR2 purifiée (0,25 nM), ± BNAH (100 µM), et substrat (100 
µM). L’acquisition est réalisée après l’ajout du substrat marquant le début de la réaction. 
Chaque condition est réalisée en trois réplicas. L’intensité de fluorescence du BNAH est 
mesurée par un fluorimètre Xenius® SAFAS (Monaco, piloté par le logiciel SP2000 version 
7.4.13.0) pendant 60 minutes à intervalles réguliers de 60 secondes aux longueurs d’onde 
d’excitation 340 nm et d’émission 440 nm. La pente du mélange [BNAH + substrat] sert de 
ligne de base de la réaction. La vitesse en unité fluorescence par minute (UF/min) est calculée 
par soustraction entre la pente du mélange [QR2 + BNAH + substrat] et la pente du mélange 
[BNAH + substrat]. Cette vitesse est divisée par la pente de la gamme de BNAH pour obtenir 
une activité de nmol/min puis divisée par la concentration de QR2 afin de déterminer l’activité 
spécifique en nmol/min/mg de QR2 
2.2. Expériences par Résonance Paramagnétique Eléctronique (RPE) 
2.2.1. Expériences sur enzyme purifiée 
Le tampon de la réaction est du tampon tris β-octyle (Boutin et al., 2005). Les substrats et 
cosubstrat sont préparés en dilution dans du DMSO à la concentration de 5 mM et 60 mM, 
respectivement. Le DMPO est préparé à 1 M dans de l’eau distillée désoxygénée. La solution 
de QR2 purifiée est préparée en diluant la solution stock (4,5 mg.ml-1) pour avoir une 



















concentration de travail à 428 µg.mL-1 dans le tampon tris β-octyle. Le mélange est introduit 
dans l’ordre suivant : enzyme purifiée, tampon, DMPO, cosubstrat et substrat. Une incubation 
de 2 minutes à température ambiante est effectuée après l’ajout du substrat, avant 
l’acquisition du spectre RPE.  
Tableau 4. Conditions de préparation des solutions d’analyse d’enzyme purifiée pour étude par résonance 
paramagnétique électronique (RPE). 
Produit et ordre 
d'introduction 
Concentration 




finale dans l'essai 
Enzyme purifiée 428 µg.mL-1 14 μL 400 μL 15 µg.mL-1 
Tampon  q.s.p 400 μL 400 μL  
DMPO 1 M 32 μL 400 μL 50 mM 
Cosubstrat 60 mM 20μL 400 μL 3 mM 
Substrat 5 mM 8 µL 400 µL 100 µM 
 
2.2.2. Expériences sur cellules 
Pour les expériences sur cellules, les solutions de travail de substrats et cosubstrats sont 
préparées à 1 mM dans un mélange DMSO/DPBS à 10% de DMSO et la solution de S29434 à 
1 mM dans du DMSO. La catalase est préparée à 100 kU/mL et la SOD à 15 kU/mL dans du 
DPBS. Le DMPO est préparé à 1M dans de l’eau distillée désoxygénée. 
Si nécessiare, les cellules sont incubées pendant 30 min avec l’inhibiteur spécifique de QR2 
(S29434) à 20 μM, dans un agitateur oscillant avec incubation à 37 °C avant de réaliser les 
analyses RPE. 
 
2.2.2.1. Préparation des solutions d’analyse des cellules 
Pour tous les essais (K562, SHSY5Y, neurone primaire), 5.106 cellules sont traitées selon les 
conditions décrites dans le Tableau 5. Le mélange est ensuite incubé 2 minutes avant 
l’acquisition du spectre RPE. Le pourcentage maximal de DMSO dans ces conditions est de 5%.  
Tableau 5. Conditions de préparation des solutions d’analyse de suspensions cellulaires pour étude par 
résonance paramagnétique électronique (RPE). 
Produit et ordre 
d'introduction 
Concentration 




finale dans l'essai 
Cellules 5.106 cellules 300 μL 500 μL 5.106 cellules 
DPBS  q.s.p 500 μL 500 μL  
Inhibiteur 1 mM 10 μL 500 μL 20 μM 
SOD 15 kU/mL 5 µL 500 μL 150 U/mL 
Catalase 100 kU/mL 9 µL 500 μL 1800 U/mL 
DMPO 1 M 25 μL 500 μL 50 mM 
BNAH 1 mM 50 μL 500 μL 100 μM 
UDPGA 20 mM 50 µL 500 μL 2 mM 
Substrat 1 mM 50 μL 500 μL 100 μM 
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2.2.2.2. Préparation des solutions d’analyse des homogénats cellulaires 
Pour ces expériences, les cellules sont remplacées par un homogénat cellulaire qui est préparé 
à partir de 5 millions des neuroblastomes en utilisant un homogénéisateur (Dounce Kimble 
tissue grinder). Les lysats sont récupérés et centrifugés à 20.000 × g pendant 30 min, à 4 °C. 
Tableau 6. Conditions de préparation des solutions d’analyse des homogénats cellulaires pour étude par 
résonance paramagnétique électronique (RPE). 
Produit et ordre 
d'introduction 
Concentration 




finale dans l'essai 
Homogénat  300 μL 500 μL  
DPBS  q.s.p 500 μL 500 μL  
Inhibiteur 1 mM 10 μL 500 μL 20 μM 
DMPO 1 M 25 μL 500 μL 50 mM 
BNAH 1 mM 50 μL 500 μL 100 μM 
UDPGA 20 mM 50 µL 500 μL 2 mM 
Substrat 1 mM 50 μL 500 μL 100 μM 
 
2.2.2.3. Condition d’enregistrement des spectres RPE 
Les spectres RPE sont enregistrés à température ambiante à l’aide d’un spectromètre RPE 
Bruker EMX-8/2,7 (9,86 GHz) équipé d’une cavité haute sensibilité (4119/HS 0205) et d’un 
gaussmètre (Wissembourg, France). Une cellule plate (FZKI160-5 X 0,3 mm, Magnettech, 
Berlin, Allemagne) est utilisée pour l’analyse. L’analyse RPE est faite en utilisant les paramètres 
suivants : champs magnétiques : 3460 – 3560 G ; balayage : 100 G ; temps de balayage 83,89 
s ; constante de temps : 81,92 ms ; nombre de scans : 1 ; modulation d’amplitude : 1 G ; 
modulation de fréquence : 100 kHz ; puissance micro-onde : 20 mW ; atténuation : 10 dB ; 
gain 2.105. 
 
2.2.2.4. Analyse des données RPE  
Les résultats sont analysés en se basant sur l’allure du spectre obtenu, les valeurs des 
constantes de couplage et l’intensité est calculée après une double intégration des pics du 
spectre grâce au logiciel WINEPR. 
2.3. Mesure de la production de superoxyde dans les cellules par UHPLC-MS 
Pour quantifier le radical superoxyde intracellulaire, les cellules sont incubées avec la sonde 
hydroéthidine (DHE) à la concentration finale de 10 µM pendant 30 minutes à l’obscurité et à 
température ambiante. La sonde hydroéthidine réagit spécifiquement sur le radical 
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superoxyde en produisant du 2-hydroxyéthidium détectable par chromatographie liquide 
couplée à la spectrométrie de masse. L’ensemble du protocole a été décrit par l’équipe de 
Zielonka (Zielonka et al., 2008). A partir de l’intégration du signal chromatographique, la 
concentration de 2-hydroxyéthidium est déterminée en utilisant une droite d’étalonnage 
réalisée avec le standard de 2-hydroxyéthidium synthétisé. La procédure de synthèse du 
standard 2-hydroxyéthidium est décrite ci-dessous.  
2.3.1. Synthèse du standard 2-hydroxyéthidium (2-OH-E+) 
2.3.1.1. Préparation des solutions 
Le 2-hydroxyéthidium est synthétisé par la réaction entre l’hydroéthidine (DHE) et le 
nitrosodisulfonate de sodium (NDS) en utilisant 2 moles de NDS pour une mole 
d’hydroéthidine dans une solution de tampon phosphate (50 mM) DTPA (100 µM). 
 
La solution de tampon phosphate (0,5 M) est préparée en diluant du phosphate dibasique et 
du phosphate monobasique aux concentrations respectives de 0,39 M et 0,11 M dans l’eau. 
Le pH est ensuite ajusté à 7,4.  Les solutions de tampon phosphate (100 mM) DTPA (200 µM) 
et de tampon phosphate (50 mM) DTPA (100 µM) sont préparées à partir de la solution 
tampon phosphate (0,5 M) en ajoutant le DTPA. Une autre solution de tampon phosphate 
acide (1 M) est préparée en mélangeant de l’acide phosphorique (0,3 M) et du phosphate 
monobasique (0,7 M). Le pH est ensuite ajusté à 2,4. 
 
La solution d’hydroéthidine (DHE) est préparée à 20 mM dans du DMSO. La concentration 
d’hydroéthidine est vérifiée par spectrophotométrie aux absorbances 265 et de 345 nm 
(ε265nm = 1,8 x 104 et ε345nm = 9,75 x 103 L.mol-1.cm-1). 
 
La solution de nitrosodisulfonate de sodium (NDS) est préparée en diluant 3,6 mg dans 10 mL 
de solution de tampon phosphate (50 mM) DTPA (100 µM). Il faut noter que la solution de 
NDS est instable dans ce milieu. Par conséquent, la solution de NDS doit être préparée 
extemporanément et gardée à 4 °C pendant quelques heures uniquement. La concentration 
de la solution de NDS est ensuite mesurée aux absorptions maximales à 248 nm et 545 nm par 
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spectrophotométrie UV-Visible avec une correction du blanc par le tampon phosphate (50 
mM) DTPA (100 µM) (ε248nm = 1,69 x 103 et ε545nm = 20,8 L.mol-1.cm-1). 
𝐶𝐶𝑐𝑐𝑐𝑐𝑐𝑐𝑒𝑒𝑐𝑐𝑐𝑐𝑒𝑒�𝑚𝑚𝑚𝑚𝑚𝑚 𝐿𝐿� � = 𝐴𝐴𝜀𝜀 [𝐿𝐿.𝑚𝑚𝑚𝑚𝑚𝑚−1. 𝑐𝑐𝑚𝑚−1]𝑥𝑥 𝑚𝑚 [𝑐𝑐𝑚𝑚] 
  
La synthèse est réalisée en mélangeant 200 µL d’hydroéthidine (20 mM) dans 4 mL du tampon 
phosphate (50 mM) DPTA (100 µM), 24 mL d’eau, et 8 mL de NDS (1 mM) en agitant 
doucement. Le mélangé est conservé à température ambiante pendant 2 h. Ce mélange est 
ensuite purifié par extraction en phase solide (SPE).  
La cartouche SPE est d’abord conditionnée en passant 6 mL d’eau, 3 mL d’eau/MeOH (50/50), 
3 mL de MeOH, 6 mL d’eau. Ensuite, le mélange de synthèse est déposé dans la cartouche. 
Des séries d’éluants sont ensuite ajoutés : 1) 4 x 3 mL d’eau, 2) 2 x 3 mL d’eau/MeOH (50/50), 
3) 3 x 3 mL d’eau/MeOH (20/80). Le 2-hydroxyéthidium (2-OH-E+) (bande orange) doit être 
élué à cette étape. La solution orange obtenue est ensuite évaporée sous flux d’azote. A la fin 
du séchage, le produit est pesé avant dissolution dans une solution d’HCl (100 mM) afin 
d’obtenir une solution de 2-hydroxyéthidium à 10 mM. Cette solution est ensuite diluée 100 
fois dans l’eau pour obtenir une solution de 0,1 mM de 2-hydroxyéthidum. 
 
La solution 2-hydroxyéthidum (0,1 mM) est ensuite mélangée (100 µL /100 µL) avec la solution 
du tampon phosphate (0,1 M) DTPA (200 µM) DTPA. La concentration de cette solution est 
mesurée par spectrophotométrie en soustrayant le blanc (100 µL de tampon + 100 µL d’HCl 1 
mM). La valeur d’absorbance à la longueur d’onde maximale est enregistrée (λmax = 470 nm, 
ε470nm = 1,2 x 104 L.mol-1.cm-1) 
 
2.3.1.2. Droite d’étalonnage 
Les courbes d’étalonnages sont obtenues en préparant des séries de dilutions de 2-
hydroxyéthidum à 1000, 500, 250, 100, 50, 25 et 10 nM dans le solvant méthanol/acétate 
d’ammonium (25/75), pour un volume final de 200 μL, et en déterminant par UHPLC-MS les 




2.3.2. Traitement des cellules  
Les cellules sont re-suspendues dans le DPBS (5 millions de cellules). Dans le cas des 
expériences avec inhibition de QR2, les cellules sont pré-incubées avec l’inhibiteur S29434 (20 
µM) à 37 °C pendant 30 min. Les échantillons non inhibés sont incubés avec le DMSO à la place 
de l’inhibiteur. Après l’incubation, des réactifs sont ajoutés dans l’ordre suivant : BNAH (25 
µM), UDPGA (2 mM), DHE (10 µM) et ménadione (25 µM). Les cellules sont ensuite incubées 
et agitées à 37 °C pendant 30 minutes à l’obscurité. Après l’incubation, les cellules sont 
centrifugées à 120 × g. Le culot cellulaire est récupéré et lavé avec une solution de DPBS 
glacée. Le culot peut être conservé à ─ 80 °C. L'extraction de 2-OH-E+ est réalisée en utilisant 
une solution de Triton X-100 (1% dans DPBS). La solution est diluée au demi avec une solution 
méthanol/acétate d'ammonium (50/50) puis centrifugée à 20 000×g pendant 30 min. Le 
surnageant est récupéré pour l’analyse par UHPLC-MS.  
2.3.3. Analyse UHPLC-MS 
L’équipement utilisé pour la séparation et la détection du 2-OH-E+ consiste en un système de 
chromatographie liquide ultra haute performance (UHPLC) couplé à un détecteur par 
spectrométrie de masse (MS) équipé d’une source d’ionisation par electrospray en mode 
positif et d’un analyseur hybride alliant une trappe ionique linéaire et une Orbitrap 
(ThermoFisher, Courtaboeuf, France). L’éluant A est constitué d'acétate d'ammonium 20 mM 
pH 9 et l’éluant B est l'acétonitrile. Le débit est de 0,4 mL/min et le four est réglé à 50 °C. 2 μL 
de chaque d’échantillon, ou de standard, sont injectés dans le système UHPLC (Dionex 
Ultimate 3000, ThermoFisher, Courtaboeuf, France) équipé d’une colonne Kinetex EVO C18 
100 x 2,1 mm, 1,7 μm (Phenomenex, Le Pecq, France), équilibrée avec 75% d’éluant A. La 
proportion d’éluant B est portée à 95% en 2,5 minutes par un gradient concave, maintenue 

























pendant 0,5 minute avant de revenir aux conditions initiales. Le système est piloté par le 
logiciel Xcalibur (Thermo Fisher Scientific, Courtaboeuf, France) permettant également 
d’intégrer l’aire des signaux chromatographiques et de quantifier les composés. 
 
3. Expériences par fluorescence avec le thiazole orange (TO) 
Le test que nous avons utilisé s’inspire de la technologie « LUCS » (Light-Up Cell System) 
développée par la Société AOP (AntiOxydant Power) (Derick et al., 2017). L’expérience est 
basée sur la technique de fluorescence en utilisant le thiazole orange comme une sonde 
intracellulaire. Les cellules neuroblastomes sont ensemencées sur la plaque 96 puits (35 000 
cellules par puits). La plaque est incubée pendant 24 h à 37 °C avec 5% de CO2. Le jour suivant, 
le milieu est retiré et 25 μL de solution de thiazole orange à 2 μM (± S29434, 20µM) sont 
introduites dans chaque puits. La plaque est incubée pendant 60 min pour stabiliser la 
concentration de thiazole orange à intérieur et à l’extérieur des cellules. 25 μL de différentes 
concentrations de ménadione sont introduites. Ensuite 50 μL du cofacteur (BNAH et UDPGA) 
et du thiazole orange sont ajoutés puis le volume est complété à 100 μL avec le milieu de 
culture sans SVF. La concentration de DMSO finale est de 4%. La fluorescence du thiazole 
orange est mesurée par un fluorimètre Xenius® de SAFAS (Monaco, piloté par le logiciel 
SP2000 version 7.4.13.0). Les analyses sont réalisées toutes les 2 minutes pendant 240 
minutes aux longueurs d’onde d’excitation et d’émission du thiazole orange (excitation : 505 
nm / émission : 535 nm) bande passante 10 nm avec filtrage complet. 
4. Expériences de viabilité cellulaire  
Après l’incubation des cellules en plaque 96 puits comme décrit dans le paragraphe précédent 
le surnageant est retiré et remplacé par 50 μL de bromure de tétrazolium (MTT) à 0,5 mg/mL. 
Après 120 min d’incubation, la solution de Triton X-100 est ajoutée pour lyser les cellules et 
libérer les cristaux de formazan. Ces cristaux sont ensuite solubilisés dans le DMSO. 
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metabolism of these quinones via one-electron reduction such as cytochrome P450 reductase 
or others flavoproteins generates an unstable semiquinones which leads to a burst of free 
radical production that results in oxidative stress. On the other hand, quinone-reductases 1 
and 2 (QR1 and QR2) catalyze quinone reduction via two electrons to form hydroquinones 
that chemically more stable. This property is well-known as the detoxifying character of 
quinone-reductase enzymes. However, previous analyses have shown that this detoxifying 
effect was appeared only for certain types of quinones and depended, in particular, on the 
type of cells. Thus, in order to better understand the mechanisms leading to the generation 
of reactive species and in consideration to those links that were mentioned in the literature 
between QR2 and neurodegeneration, studies were conducted on primary neurons and 
neuroblastoma cells genetically modified to overexpress in QR2. These studies have shown, 
by various analytical techniques such as electron paramagnetic resonance or LC-MS, an 
increase in the toxicity of menadione but also of adrenochrome in the presence of quinone- 
reductase 2. In order to explain the contradictory characteristics of QR2 from one cell to 
another, we proposed a hypothesis that a cooperation with another conjugating enzyme, 
which could react with the unstable reduced form that prevent its reoxidation, is needed to 
effectively detoxify quinones. Additional analyses (RPE, LCMS, fluorescence) conducted on 
neuroblastoma cells overexpressing both QR2 and a para-hydroquinone specific conjugation 
enzyme (UGT) have shown a decrease in oxidative stress when both enzymes are co-
expressed. 
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Résumé 
Les quinones sont des composés ubiquitaires naturels indispensables aux organismes vivants. 
Cependant leur métabolisation est considérée comme toxique en raison de leur réactivité 
élevée. Les quinones sont en effet facilement réductibles à un ou deux électrons. La 
métabolisation intracellulaire de ces quinones par des réductases à un électron telles que le 
cytochrome P450 réductase ou d’autres flavoprotéines génèrent des semiquinones instables 
à l’origine de la production de radicaux libres conduisant à un stress oxydant. Les quinones-
réductases 1 et 2 (QR1 et QR2) catalysent leur réduction à deux électrons pour former des 
hydroquinones chimiquement plus stables. Cette propriété est à l’origine du caractère 
détoxifiant généralement associé aux quinone-réductases. Cependant des analyses 
antérieures ont montré que ce caractère détoxifiant était remis en cause pour certains types 
de quinones et dépendait, notamment, du type de cellules. Ainsi afin de mieux comprendre 
les mécanismes conduisant à la génération d’espèces réactives et compte tenu du lien évoqué 
dans la littérature entre QR2 et neurodégénérescence, des études ont été menées sur des 
neurones primaires et des neuroblastomes génétiquement modifiés pour surexprimer QR2. 
Ces études ont mis en évidence, par diverses techniques analytiques telles que la résonance 
paramagnétique électronique ou la LC-MS, une augmentation de la toxicité de la ménadione 
mais également de l’adrénochrome en présence de la quinone-réductase 2. Afin d’expliquer 
les caractères contradictoires de QR2 d’une cellule à l’autre nous avons proposé l’hypothèse 
qu’une coopération avec une enzyme de conjugaison pouvant réagir avec la forme réduite 
instable et empêcher sa réoxydation soit nécessaire pour effectivement détoxifier les 
quinones. Des analyses complémentaires (RPE, LCMS, fluorescence) menées sur des 
neuroblastomes surexprimant à la fois QR2 et une enzyme de conjugaison spécifique des para-
hydroquinone (UGT) ont en effet mis en évidence une diminution du stress oxydant lorsque 
les deux enzymes sont co-exprimées.  
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